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Une grande demande en ligninases est envisagée dans un futur
rapproché, non seulement pour délignifier les lignocelluloses utilisées
comme matiéres premiéres pour la production de bio-combustibles, la
pite de papier, ou pour accroitre la digestibilité des moulées animales,
mais aussi pour leurs utilisations dans le bioblanchiment des pates de
papiers, la détoxification des effluents d'usines papetiéres, et autres
polluants récalcitrants environnementaux, et aussi pour Ila
biotransformation de la lignine en produits chimiques a haute valeur.
Cependant, le probléme actuel est de produire suffisamment de

ligninases a un coiit abordable pour de telles applications industrielles.

Une des solutions a ce probléme est l'optimisation de la
production de ligninases par la mise au point des conditions de culture
avec le champignon basidiomycete Phanerochaete chrysosporium
(ATCC-24725), I'un des meilleurs producteurs de ligninases connu a ce
jour. La majorité des études antérieures sur la production de
ligninases ont été effectuées avec ce microorganisme. Ces études ont
permis d'établir les caractéristiques principales des conditions
ligninolytiques pour la production de ligninases, en utilisant des
milieux liquides synthétiques a base de glucose comme source de
carbone et d'énergie. Cependant, les niveaux d'activité rapportés a ce

jour sont plutét faibles.

Dans ce travail, nous avons étudi€é la production de ligninases:
lignine peroxydase (LiP), peroxydase manganése-dépendante (MnP),

et/ou laccase, en fermentation liquide (en flacons agités), ainsi qu'en
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fermentation a 1'état solide, en utilisant P. chrysosporium (ATCC-
24725) sous différentes conditions physiologiques. Nous avons établi
les conditions optimales de production de ligninases selon une
évaluation de l'activité maximale de chaque type de ligninase (LiP et

MnP), et de leur productivité respective.

Les meilleures activités ligninases furent obtenues en
fermentation a 1'état liquide (flacons agités) avec copeaux de bois
comme source principale de carbone et d'énergie. Les conditions
optimales de production de ligninases ont été obtenues en milieu
liquide limitant en carbone (sans glucose et sans extrait de levure), et
ont permis de produire 1,111 U/mL d'activité LiP et 4,75 U/mL
d'activit¢é MnP, aprés 6 et 7 jours de fermentation, respectivement (1
U= 1 pmol substrat oxidé/minute). Ce qui correspond a une

productivité en ligninases de 0,185 U/mL.Jour et 0,679 U/mL.Jour,

respectivement.

A partir de ces conditions optimales, nous avons augmenté I'échelle de
production de ligninases en volume de culture de 3 litres en mini-
fermenteur artisanal de 4 litres, et avons obtenu 0,685 U/mL
d'activité LiP et 2,35 U/mL d'activit¢é MnP, aprés seulement 4 jours de
fermentation, correspondant a des productivités respectives de 0,171
U/mL.Jour et 0,588 U/mL.Jour. Ces résultats indiquent que
I'augmentation de 1'échelle de production de ligninases fut réalisée
avec succes, puisque les productivités sont demeurées comparables a

celles obtenues en flacons agités. Ceci suggére que la production de



ligninase est potentiellement réalisable & grande échelle avec un tel

procédé.

Les connaissances acquises dans cette étude sont un bon point de
départ pour une meilleure compréhension des besoins nutritionnels
particuliers de P. chrysosporium (ATCC-24725) pour la production de
ligninase en milieu a3 base de copeaux de bois comme source de
carbone et d'énergie. Dans le futur, un tel procédé pourrait étre
envisageable pour simultanément biodélignifier des matiéres
lignocellulosiques et de produire des ligninases en quantités

suffisantes pour diverses applications industrielles.



INTRODUCTION



La biomasse végétale (lignocelluloses) qui est constituée
principalement de lignine, cellulose et d'hémi-cellulose, constitue le
produit final majeur de tout carbone terrestre fixé par photosynthése.
Aprés la cellulose, la lignine est le second biopolymére carboné
renouvelable le plus abondant sur terre. Il compte pour une large
partie du carbone et de l'énergie que les végétaux captent 2 partir de
I'énergie solaire, et il a ét€ estimé que 25% de tout carbone fixé par

photosynthe¢se est éventuellement transformé en lignine.

La lignine est un biopolymeére non-linéaire constitué d'unités
phénylpropanes (Adler, 1977) et joue un réle important dans le
recyclage du carbone, puisqu' il enveloppe la cellulose, la protégeant
ainsi de l'attaque cellulasique des microorganismes (Freudenburg,
1968; Sarkanen, 1971). Cependant, la présence de ce polymeére indocile
est un obstacle pour l'utilisation efficace de la cellulose dans une foule
de procédés industriels et biotechnologiques qui utilisent le bois, les

pailles, ou les tiges comme mati¢re premiere (Ericksson et al., 1990).

Un des problemes majeurs est la nécessité d'effectuer des
prétraitements dispendieux avant que la cellulose dans ces matiéres
puisse étre exposée A I'hydrolyse enzymatique. Ce probléme a initié
des études sur les microorganismes dégradeurs de lignine et aussi sur
les enzymes possiblement impliquées, afin d'établir des procédés
efficaces dans lesquels la biodégradation de la lignine devrait précéder
la dégradation de la cellulose, mais aussi, afin de découvrir de

nouvelles utilisations de 1la lignine comme source de produits



chimiques (Ander et Ericksson, 1978; Crawford et Crawford, 1980;
Crawford, 1981; Zeikus, 1981; Janshekar et Fiechter, 1983).

Premiérement, il a été découvert que dans la nature, les
champignons basidiomycétes (champignons & carie blanche du bois)
sont des microorganismes dégradeurs de lignine particuliérement
efficaces (Kirk, 1981; Kirk et Fenn, 1982). La raison est directement
reliée 3 un systtme d'enzymes ligninolytiques uniques que ces
champignons peuvent produire: les ligninases. Les ligninases sont
définies comme étant un groupe d'isoenzymes de peroxydases 2a
groupement héme et glycosylées, et responsables de la biodégradation
oxydative de la lignine (Tien et Kirk, 1988). Deux principaux types de
ligninases, isolées pour la premicre fois a partir de cultures liquides
du champignon basidiomycéte Phanerochaete chrysosporium (ATCC-
24725) sont connues: les lignines peroxydases (LiP) (Glenn et al., 1983;
Kirk et al., 1986a; Tien et Kirk, 1983; Tien et al., 1986) et les
peroxydases manganése-dépendantes (MnP) (Anderson et al., 1985;
Asada et al., 1987, Hammel et al.,, 1985; Paszczynski et al., 1985).
Parmi les champignons basidiomycétes, Phanerochaete chrysosporium
(ATCC-24725) a été le plus étudié et demeure I'un des meilleurs
dégradeurs de lignines et producteur de ligninases connu i ce jour
(Tien et Kirk, 1983; 1984; Gold et al., 1984; Fenn et Kirk, 1979). Celui-
ci fut isolé au début des années 70 (Burdsall et Eslyn, 1974), et a été le
sujet d'intenses recherches comme modéle d'études des mécanismes
biochimiques de la biodégradation de la lignine avec des composés-

modeles (Kirk et al., 1975; Weinstein et al.,, 1980), la caractérisation



des ligninases (Gold et al., 1984; Tien et Kirk, 1984; Kirk et al., 1986a;
Paszczynski et al., 1985), et aussi dans les études en cultures pour la
production de ligninases (Kirk et Farrell, 1987). Depuis, la découverte
des ligninases et de leurs propriétés uniques a créé un grand
enthousiasme dans les communautées scientifiques et industrielles. En
effet, une grande demande en ligninases est envisagée dans le futur,

pour les applications suivantes (Tien, 1987):

- Délignification (prétraitements biologiques) des lignocelluloses
utilisées comme matiéres premiéres pour la production de bio-
combustibles, de pates a papier, ou pour accroitre la digestibilité
de moulées animales (Blanchette et al.,, 1992; Reid, 1989).

- Bioblanchiment de la pite a papier (Tran et Chambers, 1987).

- Détoxification des effluents d'usines de pites et papiers
(chlorolignols, oligolignols) (Sundman et al.,, 1981; Huynh et al.,

1985), et divers autres polluants environnementaux récalcitrants
(BPC, PCP, DDT, benzo(a)pyreéne, lindane) (Bumpus et al., 1985; Eaton,
1985; Haemmerli et al., 1986).

- Biotransformation de la lignine en produits chimiques & haute valeur
(huiles, lubrifiants, chélateurs de métaux, vanilline, phénols,
dispersants, DMSO) (Drew et al., 1978; Goldstein, 1975; Kirk et
Chang, 1981).

Cependant, le facteur le plus limitant & de telles réalisations est

la faible productivité de ligninases par le champignon basidiomycete P.



chrysosporium a grande échelle. Alors, pour remédier 4 ce probléme,
deux options possibles peuvent étre envisagées: Une de ces options est
le clonage moléculaire de ligninases (Gold et Alic, 1993), permettant de
créer un microorganisme recombinant "hyperproducteur de
ligninases”. Avec cette option, la production de ligninases grice aux
techniques de 1'ADN recombinant fait face 4 des problémes d'insertion
efficace d'un groupement héme dans la protéine clonée (Tien et Tu,
1987). Cependant, l'amélioration de la production de ligninases
utilisant P. chrysosporium peut €tre plus facilement réalisable par la
sélection de souches mutantes (Kirk et al., 1986a; Buswell et al., 1984).
L'autre option implique la mise au point d'un milieu de culture et de
conditions optimales pour la production de ligninases avec P.
chrysosporium ATCC-24725, afin de développer un procédé efficace

pour la production a grande échelle (industrielle) de ligninases.

Avec la derniére option, de nombreuses €tudes antérieures ont
démontré l'importance de l'influence des conditions de culture et des
facteurs nutritionnels sur la production de ligninases. Premiérement,
I'activité ligninolytique a €été rapportée dans des cultures limitantes en
substrats de croissance tels que l'azote, les hydrates de carbone et le
souffre (Faison et Kirk, 1985; Schimada et al.,, 1981; Reid, 1983); sous
une atmospheére saturée en oxygéne au lieu de l'air (Kirk, 1987; Leisola
et al.,, 1983a); l'alcool vératrylique, un métabolite secondaire de P.
chrysosporium  fut démontré comme étant un inducteur de la
production de ligninases (Leisola et Fiechter, 1985 a,b; Faison et Kirk,

1985; Kirk et al.,, 1986a; Leisola et al., 1985). Une récente étude a



démontré l'effet régulateur de l'ion Mn2+ qui induit la production de
MnP et répresse l'activité LiP A haute concentration, mais a I'effet

inverse a faible concentration (Bonnarme et Jeffries, 1990).

Les ligninases ont été isolées pour la premiére fois i partir de
cultures liquides stationnaires peu profondes en flacons Erlenmeyer de
125 mL (Kirk et al.,, 1978), puis en plateaux peu profonds (Faison et
Kirk, 1985). Les premiers travaux ont démontré que l'agitation des
cultures liquides (submergées) produisaient des pelotes mycéliales qui
suppriment la formation d'activité ligninolytique (Kirk et al., 1978).
Plus tard, Jiger et al. (1985) ont été les premiers a rapporter que
I'addition de détergents en milieux agités permettait la production de
ligninases, ce qui a donné de nouveaux espoirs pour la production de

ligninases a grande échelle en fermenteurs conventionnels.

Diverses conceptions de réacteurs et de systémes de
fermentation ont été suggérés pour augmenter l'échelle de production
de ligninases en utilisant soit des souches mutantes pouvant former un
biofilm sur mati¢res plastiques (Kirk et al.,, 1986a), ou en utilisant des
pelotes mycéliales immobilisées sur matrices polymériques (Linko et
al., 1987; Willershaussen et al., 1987). Janshekar et Fiechter (1988) ont
été les premiers a4 produire des ligninases A grande échelle en
fermenteur conventionnel de 42 litres. Récemment, une production &
I'échelle pilote d'une activité totale de ligninases de 1,5 million
d'unités durant 1 mois fut réalisée en fermentation de 800 litres en

utilisant un syst¢éme fed-batch dans lequel P. chrysosporium a été



immobilisé sur un support fixe de 12 m2 (Polvinen et al., 1991).
Cependant, dans toutes ces études précédentes ol des milieux
synthétiques a base de glucose comme source de carbone et d'énergie
ont été utilisés, les niveaux d'activit€s ligninases rapportées a ce jour

ont été faibles.

Dans ce travail, nous avons étudié l'effet de diverses conditions
de culture pour la production de ligninases (lignine peroxydases, et
peroxydases manganése-dépendantes) en fermentation submergée
(flacons agités) et en fermentation a 1'état solide en utilisant P,
chrysosporium (ATCC-24725) en milicux 4 base de copeaux de bois
comme source principale de carbone et d'énergie. Des niveaux
supérieurs de ligninases ont été obtenus en utilisant des copeaux de
bois dans les milieux de fermentation, comparativement A ceux
rapportés dans la littérature. Avec les conditions optimales que nous
avons établies, nous avons pu augmenter l'échelle de production de
ligninases avec succeés dans un fermenteur spécialement congu a cette

fin.



REVUE BIBLIOGRAPHIQUE



1. INTRODUCTION

Depuis les débuts de la crise du pétrole, au début des années 70,
un grand intérét était tourné vers les utilisations biotechnologiques de
matiéres lignocellosiques abondantes et renouvelables pour Ila
production de nouvelles sources de combustibles. Par exemple, le bois,
les pailles, ou tiges peuvent é&tres bioconverties en éthanol. Vers le
milieu des années 70, plusieurs conférences internationales sur la
dégradation enzymatique de la cellulose ont été organisées, et les
perspectives d'avenir étaient trés optimistes. Cependant, il devint
bient6t évident qu'un procédé biotechnologique utilisant le bois
comme matiére premiére n'est pas si facile a réaliser. Un des
principaux probléemes était la nécessité d'effectuer des pré-traitements
physico-chimiques dispendieux avant que la cellulose dans ces
matieéres lignocellulosiques puisse étre exposée a I'hydrolyse

enzymatique. La lignine était en majeure partie la cause du probléme.

C'est pourquoi des activités de recherche permettant de trouver
des applications biotechnologiques de la lignine ont été inities a ce
moment, particulierement par Kent Kirk du Laboratoire des Produits
Forestiers 2 Madison, Wisconsin (E.U.); par Karl-Erik Ericksson du
Laboratoire Suédois des Produits Forestiers a Stockholm; et par
Takayoshi Higushi de 1'Institut de Recherche sur le Bois a I'Université
de Tokyo (Japon). Depuis le premier séminaire international tenu en
1978, plusieurs revues sur la biodégradation de la lignine ont été

écrites. Certaines d'entre-elles se concentraient sur les champignons
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dégradeurs de lignine, et les enzymes possiblement impliquées (Ander
et Ericksson, 1978), d'autres se concentraient sur les mécanismes, la
physiologie et la biochimie de la biodégradation, incluant les divers
microorganismes pouvant dégrader et transformer la lignine, et aussi
les applications de la lignine (Crawford, 1981; Zeikus, 1981; Higuchi,
1982; Janshekar et Fiechter, 1983).

Kirk (Kirk, 1981; Kirk et Fenn, 1982) fut le premier a discuter du
systeme ligninolytique des basidiomycétes, incluant Phanerochaete
chrysosporium. Un an plus tard, en 1983, Kirk (Tien et Kirk, 1983) et
Gold (Glenn et al., 1983) ont découvert la premiére enzyme
responsable de la ligninolyse, nommée "la ligninase"”, & partir de
cultures liquides du champignon basidiomycéte Phanerochaete
chrysosporium ATCC-24725. Deux ans plus tard, Paszczynski et al.
(1985) ont caractérisé un autre type de ligninase du méme
microorganisme, la peroxydase manganése-dépendante. La découverte
de ces enzymes uniques a amené les revues ultérieures a se
concentrer autant que possible sur certains nouveaux développements
dans les mécanismes de biodégradation de la lignine par les
champignons a carie blanche (Leisola et Fiechter, 1985b),
particulierement avec P. chrysosporium comme systtme de référence
(Schoemaker et Leisola, 1990). Cela a aussi amené l'étude de la
biodégradation de la lignine au niveau moléculaire, et aussi plusieurs
é¢tudes en cultures et 4 grande échelle de production de ligninases, afin

d'étudier leurs propriétés et leurs applications possibles.
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Depuis, la découverte des ligninases et de leurs propriétés
uniques a créé un grand enthousiasme auprés de la communquté
scientifique et industrielle. En effet, une grande demande en ligninases
est envisagée dans un future rapproché pour diverses applications
(Tien, 1987). Cependant, le facteur limitant actuellement pour de telles
réalisations est la faible productivité de ligninases par le champignon

basidiomycete P. chrysosporium a grande échelle.

Dans cette revue littéraire, nous discuterons dans une premiére
partie de la lignine, de son réle, et des propriétés des ligninases, et
dans la seconde partie, nous discuterons des conditions de cultures qui

affectent la production de ligninases.

2. LA LIGNINE

La lignine est l'un des trois principaux constituants du bois et
autres mati¢res lignocellulosiques (bois, pailles, tiges, etc.). C'est le
deuxi¢me biopolymére terrestre le plus abondant aprés la cellulose.
Prés de 25% de tous les atomes de carbone fixés par photosynthése
sont convertis en lignine. La lignine est un biopolymére
polyphénolique et tridimensionnel, composé d'unités phénylpropanes
liées de fagon désordonnée et tridimensionnellement (Adler, 1977) par
des liaisons éther ou carbone-carbone entre cycles aromatiques (Adler,

1977; Leisola et Fiechter, 1985b; Tien, 1987) (Fig. 1).



Figure 1

Schéma de la structure de la lignine (de conifére). La liaison entre
sous-unités de type B-0-4 (encadrée dans la boite en pointillés a
gauche) est prédominante. La liaison entre sous-unités encadrée dans
la boite en pointillés a droite est représentative de la liaison de type
B-1.
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2.1. Roles structuraux de la lignine du bois.

La lignine agit comme une substance adhésive entre les autres
composantes du bois (cellulose, hémi-cellulose), et confére une
certaine rigidité dans la structure du bois, mais le rdle principal de la
lignine est d'agir comme barriere protectrice contre l'attaque
microbienne sur la cellulose, puisqu'elle entoure étroitement les fibres
de cellulose et d'hémi-cellulose, les rendant inaccessibles aux
cellulases microbiennes (Freudenburg, 1968; Sarkanen et Ludwig,
1971). La lignine peut aussi former une grande réserve d’'énergie pour

les besoins de la plante (Leisola et al.,, 1984a).

2.2, Biosynthése de la lignine.

Le polymére de lignine est particuliérement complexe et de
structures variées, dépendamment de sa source (Sarkanen, 1971). La
structure aléatoire de la lignine est le résultat d'un mécanisme
biosynthétique de polymérisation radicalaire a partir de radicaux
phénoxy de monomeéres phénylpropanes formés avec les peroxydases
qui originent de la plante, produites lors de l'épaississement de la
paroi cellulaire (Crawford et Crawford, 1976). Diverses liaisons de
polymérisation peuvent étre formées, did aux diverses formes de
résonance électronique des radicaux de monoméres. Dans le polymére
de lignine, le type prédominant de liaison entre monomeéres rencontré
est le type B-0-4 (60% des liaisons entre monoméres dans la lignine

d'épinette) (Adler, 1971). Le deuxi€éme type en importance est la
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liaison P-1 (5%). Les autres types sont moins abondants et sont de
types variés (10 types connus) (Adler, 1971) (Voir figure 1 pour la

structure de la lignine coniférique et de ses liaisons),

2.3. Composition de la lignine.

Chez les bois mous (coniféres), la composante en lignine est plus
élevée que chez les bois durs (arbres feuillus), et la composition de la
lignine est différente dépendamment de sa source: les monomeéres
phénylpropanes formant 1la lignine sont des alcools para-
hydroxycinnamiques. Trois types de ces alcools sont retrouvés dans
tous les types de lignines dans la nature (alcools conifériques,
synapiques, et coumariques) (Sarkanen, 1971). La proportion de ces
alcools détermine le type de lignine qu'ils composent: par exemple,
chez les bois mous, le principal composant de la lignine est l'alcool
coniférique. Chez les bois durs, c'est un mélange d'alcools conifériques
et sinapiques, et dans les herbes, c'est un mélange des trois types

d'alcools.

3. MICROORGANISMES LIGNINOLYTIQUES

La biodégradation compléte de la lignine en CO; et H O
(minéralisation) par les microorganismes doit étre un processus
efficace dans la biosphére puisqu'aucune accumulation détectable n'a
lieu dans la nature. La minéralisation de la lignine peut é&tre un

résultat de I'action simultanée (coopération) de diverses espéces
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fongiques (champignons) ou bactériennes (Janshekar et Fiechter,
1983), ou de l'action wunique de certains types de fungus
(champignons) formant la carie du bois. Dans le premier cas, chaque
espéce de microorganisme est capable de dégrader partiellement la
lignine, alors que dans le dernier cas, ils sont capables d'effectuer la
biodégradation compléte de la lignine. Actuellement, plusieurs
microorganismes sont reconnus pour leur capacité de modifier
partiellement ou de métaboliser les molécules solubles dérivées de la
lignine. Cependant, la biodégradation extensive de la lignine semble
étre possible principalement sous l'action de certains champignons a

carie (pourriture) du bois. (Leisola et Fiechter, 1985 b).

3.1. Champignons ligninolytiques.

Les champignons ligninolytiques sont divisés en trois catégories,
dépendamment du type de carie qu'ils causent sur le bois:
- Les champignons & carie blanche (Classe des basidiomycétes)
- Les champignons & carie brune (Classe des basidiomycétes)

- Les champignons a carie molle (Classe des ascomycétes)

Les champignons a carie blanche du bois sont les dégradeurs de
lignine les plus efficaces connus a ce jour. Ils sont principalement
responsables de l'attaque primaire sur le bois, et peuvent minéraliser
jusqu'a 50-60% de la lignine de bois mou. De plus, ils peuvent

dégrader aussi efficacement et rapidement toutes les trois
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composantes du bois (Kirk et Fenn, 1982). Les champignons 2 carie
brune sont principallement responsables de la dégradation des
polysaccharides et de I'humidification du bois. Ils sont reconnus
comme étant de faibles dégradeurs de lignine et ne peuvent ouvrir les
cycles aromatiques, donc, ne peuvent minéraliser la lignine. Les
champignons & carie molle sont responsables de I'amollisement sur la
surface du bois. On les retrouve surtout chez les bois durs (Ander et
Eriksson, 1978). Tout comme les champignons a carie brune, les
champignons a carie molle ne causent aussi qu'une faible dégradation
de la lignine, et ils ne peuvent minéraliser seulement 1-8% de la

lignine (Hatakka et Uusi-Rauva, 1983).

Certains champignons ligninolytiques ont été isolés récemment
par Fukuzumi et al. (1983); Hattakki, (1983) et Agosin et al. (1985).
Certaines nouvelles espéces de champignons i carie blanche, incluant
Pycnoporus cinnabarinus et Phlebia radiata ont été démontrés comme
étant d'aussi bons dégradeurs de lignine que le champignons a carie
blanche le plus connu actuellement, c'est-a-dire le basidiomycéete

Phanerochaete chrysosporium.

3.2. Bactéries ligninolytiques.

Les bactéries jouent un rdle secondaire dans la biodégradation de
la lignine. La majorité des bactéries ligninolytiques ne peuvent
seulement métaboliser que des monoméres solubles de lignine de

faible poids moléculaire. Leur métabolisme des monomeéres
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aromatiques a été revisé par Crawford (1981). Trés rares sont les
espéces pouvant attaquer directement le polymeére de lignine, et 13
encore, le taux et l'efficacité de dégradation sont modestes

comparativement aux champignons a carie blanche.

3.3, Le plus caractérisé des champignons ligninolytiques:

Phanerochaete chrysosporium (ATCC-24725).

L'un des plus efficaces et le plus étudié des microorganismes
dégradeurs de lignine a ce jour est le champignon basidiomycéte
Phanerochaete chrysosporium ATCC-24725 (BKM-F-1767),
anciennement nommé Sporotrichum pulverulentum, isolé au début des
années 70 (Burdsall et Eslyn, 1974). Ce fungus fut étudié
intensivement comme modéle d'études physiologiques et biochimiques
de la biodégradation de la lignine (Tien et Kirk, 1983; 1984; Gold et al.,
1984), de la caractérisation des enzymes responsables de la
ligninolyse, et de la mise au point des conditions ligninolytiques en
cultures pour la production de ligninases (Kirk et al.,, 1978; Fenn et

Kirk, 1979).
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4. LIGNINASES

4.1. Découverte des enzymes responsables de la

biodégradation de la lignine: les ligninases.

En 1983, Tien et Kirk, et Gold et associés ont isolé et caractérisé
pour la premiere fois une enzyme extracellulaire & partir de cultures
ligninolytiques de P. chrysosporium: la ligninase. Cette enzyme avait la
propriété unique de dépolymériser partiellement les lignines
phénoliques et non-phénoliques, et aussi d'oxyder les composés-
modéles synthétiques de lignine (diméres et monoméres). La
découverte de cette enzyme unique a permis ['étude de la
biodégradation de la lignine (in vitro) a l'échelle moléculaire (Enoki et
al., 1980; Burdsall et Eslyn, 1974; Tien et Kirk, 1983; 1984; Gold et al.,
1984; Glenn et al., 1983).

Au début, la ligninase était considérée comme étant une
oxygénase H;0,-dépendante, mais peu aprés (en 1985), il a été établi
que cette enzyme soit dorénavant appelée "Lignine Peroxydase” dont
I'abréviation est LiP (Harvey et al., 1985; Kuila et al., 1985;
Reneganathan et Gold, 1986). En 1988, il fut établi que "ligninase" est
un nom générique utilisé pour désigner un groupe d'isoenzymes
(peroxydases) produites en cultures ligninolytiques de P.
chrysosporium, et isolées par chromatographie (Tien et Kirk, 1988).
Donc, les ligninases correspondent au systéme ligninolytique de P.

chrysosporium. Toutes ces isoenzymes sonts extracellulaires, et sont
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produites lors du métabolisme secondaire, en réponse 2 une limitation
en carbone ou en azote (Tien et Kirk, 1983). On les appelle isoenzymes
a2 cause de leurs grandes similarités structurales et fonctionnelles:
glycoprotéines 2a groupement héme, de structures primaires et
tridimensionnelles similaires, spectres similaires de réactivité sur des
substrats, et poids moléculaires variant entre 38 Kd a 46 Kd,

propriétés cinétiques (catalytiques) similaires: Vm et Km.

4.2, Le systéme ligninolytique de Phanerochaete

chrysosporium.

Tien et Kirk (1988) ont produit, purifié et caractérisé le systéme
complet de ligninases de P. chrysosporium (voir figure 2). Ce systéme
ligninolytique inclut 10 isoenzymes différentes (H1 a HI10), mais 6
d'entre elles ont une activité peroxydase envers un méme substrat:
I'alcool vératrylique (et divers dimeres de lignine). Donc, celles-ci sont
classifiées comme étant des peroxydases alcool vératrylique
dépendantes (la famille des ligninases de type LiP), Ces isoenzymes
sont: H1, H2, H6, H7, HS8, et H10. Les autres isoenzymes (H3, H4, HS, et
H9) sont classifiées comme étant des peroxydases manganése-
dépendantes (la famille des ligninases de type MnP), caractérisées par
Glenn et Gold (1985) et par Paszczynski et al. (1986). Parmi toutes ces
isoenzymes, la plus produite et la mieux caractérisée est l'isoenzyme
H8, correspondant a la "ligninase" découverte initiallement. Sous les

conditions de croissance rapportées par Tien et Kirk (1988) (i.e. milieu
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limitant en azote de Kirk), il a été démontré que l'abondance relative
de chaque isoenzyme, tel que déterminé par le profil d'isoenzymes par
chromatographie FPLC (voir Fig. 2), varie dépendamment de la
concentration de certains additifs dans le milieu de culture, tel I'alcool
vératrylique, ainsi qu'une solution d'éléments en trace (Kirk et al,,
1985). Dans les conditions sélectionnées, environ 70% de toutes les
isoenzymes produites étaient de type HS8, suivi par H2 (25%).
L'abondance relative totale des MnP était seulement d'environ 5%, et
chaque autre isoenzyme était seulement présente a 1'état de traces.
Des études ultérieures effectuées par Bonnarme et Jeffries (1990) ont
démontré que le profil d'isoenzymes peut varier drastiquement,
dépendamment du niveau de manganése dans le milieu. IIs ont
observé que les isoenzymes de type LiP prédominent a faible (ou
absente) concentration de manganése, alors que les isoenzymes de
type MnP prédominent a concentrations normales ou élevées en

manganése dans le milieu.



Figure 2

Profil FPLC des isoenzymes de ligninases de P. chrysosporium ATCC-
24725 isolées a partir d'un concentrat de liquide extracellulaire de
cultures liquides stationnaires aprés 5 jours d‘incubation. Les pics sont
numérotés selon leur ordre d'élution, correspondant au nom de chaque
isoenzyme. Les isoenzymes ayant une activité LiP (peroxydases alcool
vératrylique-dépendantes) sont indiquées par un (+) et les
peroxydases manganése-dépendantes par un (-). (Ref.: Kirk et al., 1986),

Relative peak height

Time (min)
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4.3. Propriétés cinétiques et enzymologiques de 1'isoenzyme

H8 (LiP).

L'isoenzyme H8 (LiP) fut la premiére isolée et aussi la plus
caractérisée des ligninases par Tien et Kirk (1983). La majorité des
études cinétiques et chimiques ont été effectuées avec cette isoenzyme
(Tien et al., 1986; Chance, 1952). Il a été démontré que HS8 peut
catalyser l'oxydation d'une large gamme de substrats en produits
variés (Tien et Kirk, 1983; 1984; Gold et al., 1984; Glenn et al., 1983;
Reneganathan et al.,, 1986; Kirk et al.,, 1986 b,c) qui peuvent subir de
nouvelles étapes d'oxydation par la méme enzyme. Cependant, pour
les études cinétiques, un substrat doit subir qu'une seule oxydation.
C'est le cas de l'alcool vératrylique. La cinétique d'oxydation de I'alcool
vératrylique par H8 est bien établie (Tien et al., 1986): c'est une
cinétique normale (Michaelis-Menten) pour H;O; et le substrat. Le
mécanisme de réaction est de type "ping-pong”, lequel peut Etre
expliqué par le cycle catalytique suivant de la LiP H8 (voir Fig. 3):
Premi¢rement, le H,O, (substrat 1) réagit avec l'enzyme native pour
former un état modifié (oxydation de 2 électrons) de l'enzyme
(composé I), lequel a son tour libére le produit 1. Ensuite, 1'alcool
vératrylique (substrat 2) réagit 2 son tour avec l'enzyme modifiée
(composé I) pour subir une oxydation d'un électron, ce qui donne le
produit 2 (cation radicalaire de Il'alcool vératrylique), et I'état oxydé
d'un électron pour l'enzyme (composé II). L'enzyme retourne a sa
forme native en effectuant une seconde oxydation d'un électron sur

une deuxi¢me molécule d'alcool vératrylique. Les radicaux libres
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cationiques d'alcool vératrylique ainsi générés par la ligninase peuvent
alors oxyder la molécule de lignine ou ses dérivés, par diverses
oxydations non-spécifiques d'un électron, lesquelles sont déterminées
par la susceptibilité d'une fonction chimique a l'oxydation, laquelle est
a son tour dépendante de la nature des substituts environnants. Et, le
type de transformation chimique au niveau des substituents est
dépendant de la stabilit¢ du ou des produits formés. Donc, 1'équation

chimique balancée de la réaction de la ligninase H8 (LiP) est:

Ligninase H8 (LiP)
2RH + 1 Hy0, 2 R° +2 H;0

ol R = substrat de la ligninase (alcool vératrylique, ou autres).

R°® = cation libre radicalaire du substrat (oxydé d'un électron).



Figure 3

Cycle catalytique de la ligninases (LiP) montrant les différents états
d‘oxydation du groupement héme de l‘enzyme. L‘enzyme native (au
repos) réagit avec le H;O, pour produire un intermédiaire oxydé de
deux électrons (composé I). Ce composé I oxyde un substrat dérivé de
la lignine (RH) (par exemple l‘alcool vératrylique) pour donner un
intermédiaire oxydé d‘un électron (composé II) et un radical du
substrat (R-). Le composé II de l‘enzyme retourne a sa forme native
par l‘oxydation d‘une seconde molécule de substrat. Le radical libre de
(R:) peut alors effectuer une variété de réactions oxydatives sur la
lignine.

Re (B RO,

RH H,0

Q Q
Fea' C;Fe"'*

Compound I} Compound |
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4.4. Réactions biochimiques des ligninases.

Les ligninases ont la particularit¢ de pouvoir oxyder un large
spectre de substrats en produits variés, par divers types de réactions
biochimiques. Ces réactions peuvent &tres divisées en 5 catégories

(Tien, 1987; Schoemaker et Leisola, 1990):

1- Oxydation de benzylalcools en cétones correspondantes.
2

Clivages carbone-carbone d'oligolignols (dimeéres).

3- Hydroxylations.
4- Dimérisations ou polymérisations de phénols.
5- Déméthylations de groupements méthoxyles.

Tous ces mécanismes de réaction ont un point en commun: ce
sont des mécanismes de réaction implicant des radicaux libres
cationiques dans la catalyse. Cela a été démontré avec des composés-
modeles de la lignine (sous-structures de la lignine: monomeres ou

dimeéres).

Le mécanisme de réaction avec radicaux libres cationiques a été
démontré et établi (Kersten et al., 1985; Hammel et al., 1985). Les
ligninases ont aussi des activités O-déméthylase, implicant un

mécanisme biochimique unique avec peroxydase.
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5. ROLES DES LIGNINASES DANS LA BIODEGRADATION DE LA
LIGNINE

5.1. Biodégradation de la lignine.

Parmi toutes les réactions de la ligninase sur la lignine, les plus
importantes sont:
- Clivage Ca — CP sur chaines phénylpropanes (dépolymérisation et
dédimérisation).
- Déméthoxylation (de méthoxybenzenes).
- Oxydation de groupements hydroxyles benzyliques en cétones
correspondants.

- Fission de cycles aromatiques.

Ces réactions ont été démontrées avec des composés-modéles de
la lignine, et toutes ces réactions sont catalysées par un mécanisme
utilisant un intermédiaire radical libre cationique a partir d'un

substrat.

5.2. Interaction entre les ligninases et le polymére de

lignine.

Les ligninases ne réagissent pas directement sur la lignine, 2
cause de Il'encombrement stérique a l'intérieur de ce biopolymere.
Plutét, les ligninases réagissent indirectement par catalyse a distance

(catalyse a l'aide d'un médiateur chimique), hors du site catalytique
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enzymatique: certains substrats (comme l'alcool vératrylique, ou l'ion
manganése), lorsque oxydés par les ligninases, forment des cations
radicaux libres assez stables pour diffuser hors du site catalytique, et
migrer a travers la lignine afin d'effectuer diverses oxydations non
spécifiques de 1 électron sur la molécule de lignine, incluant les
noyaux aromatiques. De cette fagon, les produits de la ligninase
agissent comme des médiateurs de la catalyse enzymatique des
ligninases pour permettre la biodégradation de la lignine (Harvey et

al., 1989; Gold et al., 1989).

5.3. Mécanismes de biodégradation de la lignine avec LiP

(isoenzyme HS).

Le rble général de LiP est l'oxydation des noyaux aromatiques
non-phénoliques en radicaux cationiques correspondants (Kersten et
al.,, 1985; Schoemaker et al.,, 1985). La réactivité chimique (type de
substitution du substrat) et les conditions réactionnelles (pH, [02])
dirigent le type de réaction (Palmer et al., 1987; Kirk et Farrell, 1987;
Buswell et Odier, 1987; Tien, 1987). Les réactions caractéristiques des
cations radicaux produits par LiP sur la lignine et les composés-
modeles de la lignine sont les suivants, et sont classifiés dans I'ordre
des étapes oxydatives qui ont lieu habituellement dans la

biodégradation de la lignine:
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I) DEPOLYMERISATION:

- Clivage Ca-CB sur chaines phénylpropanes, avec hydroxylation sur
CB. (voir composé-modele B-1 en Fig. 4)

- Clivage B-O-4 aryl ether, avec hydroxylation sur CP. (voir composé-

modéle B-0-4 en Fig. 4)

II) Oxydation des substituts sur monomeéres de lignine:

Déméthoxylation.

Hydroxylation.

Décarboxylation.

Couplage de phénols.

Oxydation de groupements alcools en aldéhydes correspondants.

Oxydation de groupements cétones en groupements acide

carboxylique correspondants.

III) Fission de cycles aromatiques.

IV) Minéralisation (métabolisme primaire intracellulaire).



Figure 4

Schéma montrant l'action des ligninases sur les composés-modéles

B-1 (A) et B-0-4 (B). La réaction prédominente avec les deux
composés-modeles est le clivage Ca-CB qui est accompagné
simultanément d‘une hydroxylation du CB sur 1la chaine
phénylpropane.
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5.4. Role oxydatif de 1'oxygéne dans la biodégradation de la

lignine.

La plupart des réactions catalysées par LiP générent des radicaux
libres, lesquels A leur tour peuvent incorporer ou activer (i.e. réduire
en anion superoxide) l'oxygéne moléculaire. Donc, l'oxygeéne de l'air est
incorporé en groupement hydroxyle au niveau du carbone CP aprés
clivage Coa-CP de liaisons B-1 et B-O-4 (tel que démontré sur composés-
modeéles dimériques), et 1'anion superoxyde, lequel pouvant se
dismuter en O; et HyO,, est formé via la réaction de O, avec les
radicaux benzéniques hydroxy-substitués sous formation de
groupements carbonyles correspondants (Hammel et al.,, 1985; Palmer

et al.,, 1987; Haemmerli et al., 1987).

5.5. Cycle Redox et role de I'alcool vératrylique sur la

ligninase LiP.

Il a ét€ prouvé que les cations radicaux générés a partir du 3,4-
diméthoxybenzyl alcool (alcool vératrylique, un métabolite secondaire
naturel de la biodégradation de la lignine par P. chrysosporium)
peuvent agir comme des médiateurs entre la ligninase et la lignine,
comme nous l'avons expliqué précédemment, di a l'encombrement
stérique dans la lignine (Harvey et al., 1989). Plus récemment, il a été
démontré (Marquez et al., 1988; Harvey et al., 1989) que l'alcool

vératrylique a un autre rdle plus important: il a la propriété unique de
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régénérer l'enzyme native (forme réduite). Dans le cycle Redox de LiP,
I'enzyme native est oxydée de 2 électrons par le peroxyde
d'hydrogéne. Parfois, lorsque les substrats sont limitants, 2 molécules
de H»O, peuvent réagir sur la ligninase pour produire une forme
inactive de l'enzyme (oxydée de 3 électrons). Alors, 3 molécules
d'alcool vératrylique peuvent alors permettre 3 réductions successives
de 1 électron, permettant de régénérer la forme native et le cycle
catalytique actif de l'enzyme (Harvey et al.,, 1987; Wariishi et al., 1989;
Cai et Tien , 1989).

5.6. Roéles des peroxydases manganese-dépendantes (MnP).

Les isoenzymes de type peroxydases alcool vératrylique
dépendantes (LiP), aussi bien que d'autres peroxydases sont produites
en cultures ligninolytiques de P. chrysosporium : ce sont les
peroxydases manganése-dépendantes (MnP). Ces peroxydases
correspondent aux isoenzymes H3, H4, HS5, et H9 du systéme
ligninolytique de ce fongus. Elles ont été isolées et caractérisées plus
tard que les LiP (Paszczynski et al.,, 1985). Les MnP sont impliquées
dans I'oxydation de lignines phénoliques (dépolymérisation), et de
monomeres de lignines phénoliques (oxydation de groupements
phénoliques, particulierement du type syringyl (3,5-diméthoxy-4-
hydroxyphényl et substrats vinyl-substitués) (Paszczynski et al.,
1986). Cependant, les MnP ne réagissent pas directement sur leurs
substrats: comme nous en avons discuté précédemment avec LiP, les

MnP utilisent aussi la catalyse de l'oxydation par médiation chimique,
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mais dans ce cas-ci, c'est le seul moyen possible, puisqu'il n'y a pas de

catalyse possible directement sur un substrat.

Les MnP réagissent comme suit: ils effectuent l'oxydation d'un
électron de l'ion manganése Mn2+ i la forme Mn3+. Les nombres 2+ et
3+ réferent aux états d'oxydation. Le produit de la réaction, Mn3+, est
libéré du site actif de l'enzyme, et peut diffuser librement, ol la
plupart du temps sous la forme d'un complexe chélaté (Mn3+)-acide
organique, a travers le polymére de lignine. Lorsque Mn3+ réagit sur la
lignine, il effectue l'oxydation d'un électron sur les groupements
phénoliques de la lignine, les convertissant en intermédiaires phénoxy
(Gold et al.,, 1989). Par délocalisation électronique, cela produit un
clivage entre Ca-Cp sur groupements phénylpropanes, rendant
possible 1la dépolymérisation au niveau des sous-structures
phénoliques de lignine. Il en résulte une production de quinones et
hydroquinones correspondantes. LiP peut aussi oxyder des
groupements phénoliques, mais est rapidement désactivé dans ces
conditions (Harvey et al., 1987). Donc, la coopération de LiP et MnP est
synergique pour la biodégradation de la lignine, puisque MnP, dont la
production apparait un peu avant LiP en cultures ligninolytiques de P.
chrysosporium, va oxyder les lignines et monomeéres phénoliques,
alors que LiP va compléter la biodégradation par I'oxydation des
lignines et monomeéres non-phénoliques de la lignine. LiP tout comme
MnP, peut aussi réagir avec l'oxygéne moléculaire (activité oxydase)

pour produire le peroxyde d'hydrogéne nécéssaire, mais par des
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mécanismes différents de ceux impliqués avec LiP (Pasczcynski et al.,

1985; Kuwahara et al., 1984).

5.7. Rdle de l'ion manganése dans la biodégradation de la

lignine,

L'ion manganése est présent naturellement dans tous les types
de bois, en concentrations variant entre 5 ppm et 1305 ppm (Young et
Guinn, 1966). Cet élément de transition posséde 7 états différents
d'oxydation, dont certains sont potenticllement de trés puissants
oxydants (Turney, 1965). La chimie du manganése a été documentée
par Reed (1986). Il semble que l'ion manganése joue un réle important
dans la biodégradation de la lignine. C'est un cofacteur essentiel (et
substrat) de l'activité peroxydase manganése-dépendante (MnP), une
enzyme impliquée principalement dans la dépolymérisation oxydative
de la lignine (lignine phénolique) (Wariishi et al., 1991). Le manganése
est aussi impliqué dans la régulation de la production de MnP
(induction), laccase (Bonnarme et Jeffries, 1990), et LiP (répression) de
P. chrysosporium et d'autres champignons a carie blanche du bois
(Perez et Jeffries, 1992). Dans la réaction catalysée par MnP, Mn2+ est
oxydé en Mn3+, ce dernier est alors chélaté par un acide organique (-
hydroxy) et le complexe résultant peut diffuser hors du site
catalytique vers la lignine pour y agir comme un oxydant diffusible
(Glenn et Gold, 1985; Wariishi et al.,, 1988). Le Mn2+ est important
dans le cycle catalytique de MnP puisque c'est le seul donneur

d'électrons qui peut réduire 1'état oxydé de MnP de retour vers la
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forme réduite (forme native), permettant alors a MnP de répéter son
cycle catalytique par de nouvelles oxydations de substrats (Wariishi et
al., 1988; 1989). Ce rdle est similaire & celui de l'alcool vératrylique sur

la lignine:

Complexe actif MnP-H;02 + Mn2+ -> MnP native + Mn3+ + HyO

Complexe actif LiP-H,O, + 2 alcool vératrylique ->

LiP native + 2 vératraldéhyde + H,O

Le manganése est aussi impliqué dans diverses réactions
catalysées par LiP. Popp et al. (1990) ont rapporté l'oxydation de Mn2+
en Mn3+ par LiP en présence d'alcool vératrylique et d'acide oxalique,
les deux étant des métabolites naturels de P. chrysosporium.
L'oxydation de I'alcool vératrylique par LiP est stimulée par la
présence de Mn2+, mais seulement en présence de certains acides
organiques pouvant chélater l'ion manganése (Bono et al., 1990). Il a
été finalement rapporté que le manganése a un rdle important dans la

minéralisation de lignines synthétiques.

5.8. Production de peroxyde d'hydrogéne par

Phanerochaete chrysosporium.

Comme nous le savons, le peroxyde d'hydrogéne est nécéssaire
pour l'activité ligninase. C'est pourquoi P. chrysosporium a développé

certains moyens de produire sa propre source de peroxyde
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d'hydrogéne. La production de H;O03 par P. chrysosporium est
originaire du milieu intracellulaire et extracellulaire:

Origine intracellulaire: glucose-1-oxydase (Kelly et Reddy, 1986), et
glucose-2-oxydase (Eriksson et al., 1986).

Production d'origine extracellulaire: l'anion superoxyde généré par LiP
se dismute en H,0, et H,O (Kersten et Kirk, 1987; Kersten et al., 1989).
L'oxydation par glyoxal oxydase de fragmants Cl, C2, et C3 générés

dans la biodégradation de la lignine produit aussi le HyOs,.

6. PRODUCTION DE LIGNINASES AVEC
PHANEROCHAETE CHRYSOSPORIUM (ATCC-24725)

6.1. Conditions naturelles pour la production de ligninases.

Les basidiomycétes, en particulier les champignons a carie
blanche (comme Phanerochaete chrysosporium) (Kirk, 1976), peuvent
dégrader aussi efficacement toutes les trois composantes du bois (Kirk
et Fenn, 1982). Afin de comprendre la physiologie de la ligninolyse,
ainsi que les conditions ligninolytiques en cultures requises pour la
production de ligninases, nous devons d'abord considérer I'habitat

naturel d'évolution et de croissance de ces organismes: le bois.

Le bois contient un faible taux d'humidité et une faible pression
partielle en oxygene, ainsi qu'une faible concentration en azote

(limitation en azote). Méme si le bois fournit des sources riches en
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carbone telles que la cellulose et 1'hémi-cellulose, ces deux
composantes du bois sont entourées et protégées par la lignine contre
I'attaque des cellulases et des hémi-cellulases de P. chrysosporium .
Donc, cela crée une limitation en carbone qui induit la production de
ligninases par ce fongus afin de se procurer ces substrats accessibles
par ligninolyse (biodégradation de la lignine) (Leisola et Fiechter, 1985
b).

6.2. Conditions de cultures pour la production de ligninases.

Plusieurs études ont été effectuées en cultures liquides agitées
ou stationnaires de P. chrysosporium, afin d'établir les caractéristiques
principales des conditions ligninolytiques de culture pour l'étude de la
biodégradation de la lignine (Kirk, 1976; Lundkist et al., 1977; Kirk et
al., 1978; Kirk et Fenn, 1982) et aussi pour l'étude de la production de
ligninases (Tien et Kirk, 1983; 1984; Faison et Kirk, 1985; Schimada et
al., 1981), permettant de produire suffisamment de ligninases pour
I'étude de leurs propriétés et aussi pour 1'étude de la biodégradation

de la lignine in vitro avec les ligninases purifiées.

Les premiers travaux dans ce domaine de recherche proviennent
de T. Kent Kirk (De [I'Institute for Microbial and Biochemical
Technology, USDA Forest Products Laboratory, Madison, WI 53705),
qui a fait une importante contribution. Ces études, en plus de celles de
plusieurs autres chercheurs ont permi d'établir les caractéristiques

suivantes des conditions de culture pour la production de ligninases
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avec P. chrysosporium qui font de ce fungus aujourd’hui I'un des

microorganismes ligninolytiques le plus connu.

7. ROLE ET EFFET DE DIVERS PARAMETRES DE CULTURE
(CONDITIONS ET INGREDIENTS DU MILIEU) SUR LA
PRODUCTION DE LIGNINASES ET LA LIGNINOLYSE

7.1. Conditions optimales de croissance (température et pH).

Kirk et al. (1978) ont établi la température optimale de
croissance de P. chrysosporium dans les limites de 37-40°C, mais la
plupart des études ont été effectuées a 39°C. Cependant, une étude
récente (Perez et Jeffries, 1990) a démontré des activités ligninases
ainsi que des taux de minéralisation de lignines synthétiques
supérieurs a une température de 30°C. Ils ont aussi établi que la
lignine est dégradée le plus rapidement a2 pH 4,0, méme si la
croissance est plus rapide a pH 5,0. Donc, la plupart des études sur la
biodégradation de la lignine et la production de ligninases ont été
effectuées a un pH intermédiaire (i.e. pH= 4,5) comme condition de pH

optimal.
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7.2. Nécéssité d'un co-substrat de la lignine pour Ila

ligninolyse.

Méme si I'énergie potentielle contenue dans la lignine est
supérieure a celle contenue dans la cellulose, il a ét€ démontré que P.
chrysosporium ou tout autre champignon a carie blanche est incapable
d'utiliser (métaboliser) la lignine comme seule source de carbone et
d'énergie. Nous devons donc lui fournir un co-substrat carboné
(cellulose, glucose) pour permettre la ligninolyse (Jeffries et al.,, 1981;
Ulmer et al.,, 1983). Cependant, l'accroissement du métabolisme de la
lignine est directement reli€ a l'augmention du taux de consommation

du co-substrat (Leisola et al., 1983 b).

7.3. Limitation nutritionelle pour la production de

ligninases.

L'apparition d'activité ligninase a lieu lors d'une limitation ou
épuisement en nutriments, tels que sources de carbone (glucose,
cellulose) (Keyser et al., 1983; Jeffries et al.,, 1981; Leatham et Kirk,
1983; Kirk et al., 1986 a), ou sources d'azote (ammonium) (Fenn et
Kirk, 1981), et/ou de souffre. Ces limitations sont reliées a l'apparition
du métabolisme secondaire (Faison et Kirk, 1985; Schimada et al.,

1981; Tien et Kirk, 1984).

De ces limitations, seulement la limitation en azote peut

permettre une dégradation intensive de la lignine pure. Cependant,
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lorsque des substrats lignocellulosiques sont utilisés sans aucune autre
source d'énergie, la limitation en azote n'est pas strictement nécessaire
pour la biodégradation de la lignine (Yang et al.,, 1980; Leisola et al.,
1984 b). Probablement que la limitation en carbone dans le bois joue
aussi un r6le dans la biodégradation de la lignine. Dans I'habitat
naturel de croissance de P. chrysosporium, contenant de trés faibles
niveaux d'azote (limitation), il a été démontré que le fongus a la
capacité de recycler ses propres réserves d'azote afin de régénérer de
nouvelles croissances. Cela signifie que ce fungus peut croitre méme en
I'absence de source d'azote, mais de fagon limitée. Ces observations ont
été établies avec les basidiomyceétes en général (Merrill et Cowling,
1966), et observées en laboratoire aussi, par la formation d'ex-
croisances de voiles mycéliaux (Ulmer et al., 1983 a), et méme en eau

distillée, di aux réserves d'énergies du fongus.

7.4. Réle de l'oxygéne dans la production de ligninases en

cultures liquides.

Dans la nature, le pourrissage du bois et la biodégradation de la
lignine sont des processus oxydatifs lents, et la faible pression partielle
en oxygene disponible est suffisante pour supporter les besoins du
fongus. Mais, il a été démontré que le remplacement de l'air par une
atmosphére saturée en oxygéne stimule la biodégradation de la lignine
par divers champignons a carie blanche, incluant P. chrysosporium,

lorsqu'il se développe sur la paille ou sur le bois (Reid, 1989).
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I a été démontré que l'oxygéne est nécessaire en cultures
liquides pour stimuler la production de ligninases et la ligninolyse
(Lundkist et al., 1977; Kirk et al,, 1976 a; 1978). Lorsque le fongus est
cultivé sous une atmosphére saturée en oxygéne au lieu de l'air, les
niveaux obtenus en ligninases et la biodégradation de la lignine
(métabolisme oxydatif) (Kirk, 1987; Leisola et al., 1983 a,b), et
I'épuisement du glucose (Reid et al., 1985) devinrent extrémement
plus élevés (Kirk et al.,, 1987; Leisola et al.,, 1983 a). La raison

principale est liée a l'importance de la non-limitation en oxygéne

fourni dans le métabolisme oxydatif de la lignine.

Les premieres é&tudes ont démontré que méme dans des
conditions saturées en oxygene, la formation de pelotes mycéliales en
flacons agités a rendu le fongus incapable de dégrader la lignine. Cela a
été associé aux faibles niveaux d'oxygeéne a l'intérieur des pelotes (Kirk
et al., 1978), et aux interférences avec les réactions implicant

I'oxygeéne (Yang et al.,, 1980).

En augmentant le rapport surface/volume du milieu liquide en
conditions stationnaires (non-agitées), une augmentation des taux de
dégradation peut &tre atteinte (Ulmer et al., 1983 a,b; Leisola et al.,
1983 a,b). Cela est, bien silir, naturel puisque le voile mycélial épais
produit en conditions stationnaires rend difficile le transfert
d'oxygeéne. Lorsqu'une couche ultra-mince de cellules fongiques est
utilisée, la biodégradation de la lignine proceéde plus rapidement,

méme aux pressions partielles en oxygéne inféricures i la pression
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atmosphérique. De plus, l'oxydaton du glucose en dioxyde de carbone
est plus rapide en conditions saturantes en oxygeéne (Reid et al., 1985).
L'oxygéne moléculaire pourrait aussi agir comme un activateur
(inducteur) des ligninases, mais le mécanisme n'est pas encore clair
(Kirk et al., 1987; Leisola et al.,, 1983 a). En plus d'agir comme co-
substrat dans la plupart des réactions oxydatives effectuées par les
ligninases, l'oxygéne moléculaire est converti par ces enzymes en
anion superoxyde, lequel a4 son tour se dismute en peroxyde
d'hydrogéne, qui est un co-substrat nécéssaire pour la catalyse des
ligninases (Hammel et al., 1985; Haemmerli et al., 1987; Palmer et al.,

1987).

Tl Réle de 1'alcool vératrylique (alcool 3,4 diméthoxy-

benzylique) sur la production de ligninases.

I a été bien établi que l'addition exogéne d'alcool vératrylique
dans le milieu peut stimuler la production de ligninases (peroxydases
de type LiP) (Faison et Kirk, 1985; Kirk et al., 1986 a). L'alcool
vératrylique est un métabolite secondaire naturel produit par le
systtme d'enzymes ligninolytiques de P. chrysosporium (Harvey et al.,
1986). Cependant, pour induire ce systéme ligninolytique, 1'alcool
vératrylique joue aussi un rdle important dans l'expression des génes
de ligninases (Faison et Kirk, 1986). Il joue aussi un réle dans la
biodégradation de la lignine, puisque en présence de lignine, il est
oxydé en cation radicalaire, lequel pouvant agir comme mediateur

radicalaire entre les ligninases et la lignine (Harvey et al., 1986). Il a
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aussi été démontré que l'alcool vératrylique joue un rdle dans la
stabilité du site catalytique de LiP contre l'inactivation par le peroxyde
d'hydrogéne (Harvey et al., 1987; 1989). Aussi, il a été démontré que
la présence de lignine et de divers monomeres et diméres dérivés de
la lignine peut augmenter la production de LiP et du systéme
ligninolytique en entier (Faison et Kirk, 1985; Leisola et al., 1984 a,b;
Ulmer et al., 1984).

7.6. Effet de l'ion manganése (Mn2+),

Le réle de lion Mn2+, comme nous l'avons vu précédemment, est
d'agir comme cofacteur essentiel de Il'activité de la peroxydase
manganése-dépendante (MnP), une enzyme principalement
responsable de la dépolymérisation oxydative de la lignine (Wariishi
et al.,, 1991). De plus, comme l'alcool vératrylique pour LiP, l'ion
manganése agit aussi comme un médiateur radicalaire spécifique de
MnP pour la biodégradation de la lignine (Wariishi et al., 1988; 1989).
Il a ét¢ démontré que Mn2+ est impliqué dans la régulation de la
production de ligninases (Bonnarme et Jeffries, 1990), incluant MnP
(Bonnarme et Jeffries, 1990; Brown et al., 1990), laccase et LiP de P.
chrysosporium et d'autres champignons a carie blanche (Perez et
Jeffries, 1992). En effet, la présence de concentrations élevées (40
ppm) de manganése dans le milieu augmente l'activité MnP, alors que
la production de LiP est réprimée, jusqu'a ce que Mn2+ soit oxydé

irréversiblement en MnO;. Il en résulte un délai dans l'apparition de la
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production de LiP (Bonnarme et Jeffries, 1990). Cependant, a faibles
concentrations de Mn2+ (< 1,6 ppm), la production de LiP est stimulée,
alors que l'activité MnP est absente (Bonnarme et Jeffries, 1990). Dans
les premiéres études de production de ligninases, Kirk et al. (1985) ont
utilisé une concentration de manganése d'environ 9-11 ppm. Le profil
d'isoenzymes extracellulaires de ligninases produites est grandement
affecté lorsque la concentration de Mn2+ est modifiée du niveau
normal (11,15 ppm) & un niveau élevé (40 ppm): l'abondance des
isoenzymes de type LiP (peroxydases alcool vératrylique dépendantes)
est diminuée, alors que l'abondance des isoenzymes de type MnP
devient prédominante (Bonnarme et Jeffries, 1990). Cependant,
d'autres paramétres €tudiés de fermentation, dont la concentration en
protéines totales extracellulaires, le taux de consommation d'oxygeéne,
et l'augmentation du poids sec de la biomasse mycéliale n'ont pas été
affectées par les changements de concentration de l'ion manganése

(Bonnarme et Jeffries, 1990).

7.7. Effet des éléments de trace et des vitamines.

Une solution d'éléments de trace contenant 7 métaux de
transition (solution basale d'éléments de trace de Kirk) (Kirk et al.,
1986 a): Mn, Fe, Co, Zn, Cu, Mo, Al, s'est avéré bénéfique pour
augmenter la production des isoenzymes de ligninases (Faison et Kirk,
1985; Leisola et al.,, 1985; Kirk et al.,, 1986 a). Le niveau basal (1x)
d'éléments de traces utilisé était de 7 mL d'une solution

d'éléments/litre de milieu, correspondant & une activité LiP de 0,0202
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U/mL (1 unité = 1 pmol substrat/minute). Sans alcool vératrylique
dans le milieu, une augmentation de 1,7x l'activité basale a été
observée lorsqu'un exceés de 7x le niveau basal d'éléments de traces
(49 mL/L milieu) a été utilisé, alors qu'en présence de 0,4 mM d'alcool
vératrylique, une augmentation maximale de 4,7x l'activité basale
(correspondant a 0,096 U/mL) fut observée. Cela suggére que l'effet
combiné de ces deux additifs (alcool vératrylique et éléments de
traces) est synergique sur la production de ligninases, puisque l'effet
de l'addition de l'alcool vératrylique seul a permis d'obtenir une
augmentation de 2,1x (0,0426 U/mL) l'activité basale. Aucune
augmentation détectable de ligninases n'a eu lieu lorsque la
concentration de l'un et/ou l'autre de ces additifs fut encore
augmentée. Les métaux responsables de la stimulation de Ila

production de ligninases ont été identifiés comme étant Cu2* et Mn2+,

L'eau de robinet a déja été utilisée a la place de la solution
d'éléments de traces, et a permis d'obtenir des activités ligninases
comparables dans une production de ligninases a grande échelle
(Janshekar et Fiechter, 1988). Cependant, en cultures stationnaires, la
solution d'éléments de traces est essentielle, et aucune analyse de la

compositon de l'eau de robinet utilisée n'a été rapportée.

L'effet favorable de la thiamine est impliqué dans le
métabolisme fongique et la croissance plutét que directement sur la

production de ligninases, puisqu'il est bien connu que cette vitamine
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est impliquée comme coenzyme dans la décarboxylation oxydative

(Rose, 1966; Rhodes et Fletcher, 1966).

7.8. Effet de l'agitation sur la production de ligninases en

cultures liquides.

Les premieres expériences de production de ligninases furent
effectuées en cultures liquides stationnaires en flacons Erlenmeyer de
125 mL (Kirk et al., 1978). Cependant, l'utilisation d'un tel systéme
n'est limité qu'a de petits volumes de cultures (10 mL) dans ces
Erlenmeyers de 125 mL, et l'augmentation de 1'échelle de production
avec cette procédure s'est avérée sans succes. Aussi, il a été observé
que la forme du flacon et du volume de culture peuvent affecter la
production de ligninases, et qu'une augmentation proportionnelle du
volume de culture et du volume du flacon ne permettent pas
d'augmentation d'activité ligninase (diminution d'activité/mL de
culture). Par contre, seulement une augmentation du rapport
surface/volume de culture, et un volume limité de culture ont permis
d'augmenter la production de ligninases en cultures stationnaires (Kirk

et al.,, 1986 a,b).

Cela explique pourquoi diverses souches (mutants) de P.
chrysosporium et divers systémes de fermentation ont €té comparés
afin d'accroitre l'activité ligninase (Kirk et al.,, 1986 a,b; Faison et Kirk,

1985; Paszczynski et al., 1986).
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Les premiéres études de production de ligninases en cultures
liquides en flacons agités ont permis d'observer la formation de
croissance sous forme de pelotes mycéliales et la suppression compléte
de production de ligninases et de biodégradation de lignine (Faison et
Kirk, 1985; Kirk et al., 1978). Schimada et al. (1981) ont postulé que la
formation de pelotes mycéliales causée par l'agitation doit avoir des
effets physiologiques déléteres sur P. chrysosporium et peut aussi
affecter le métabolisme secondaire en général. Cependant, I'effet
délétére de 1'agitation n'a pas encore été expliqué de fagon
satisfaisante. Méme si la croissance fongique a lieu habituellement en
cultures agitées, et que la cellulose peut €tre dégradée, peu ou aucun
changement n'a lieu sur la lignine. L'incapacit¢ de P. chrysosporium a
dégrader la lignine en milieu agité fut associé aux faibles niveaux
d'oxygeéne dissous dans les aggrégats mycéliaux ou les pelotes de
grandes tailles (Kirk et al., 1978), ainsi qu'aux interférences avec les
réactions nécessitant la présence d'oxygéne (Yang et al., 1980). Cela
expliquerait pourquoi le taux d'oxydation du glucose est 10 fois plus
rapide en conditions stationnaires (Ulmer et al.,, 1983). Aussi,
I'agitation empéche la formation de peroxyde d'hydrogéne, rendant
impossible la ligninolyse (Forney et al., 1982). Cependant, la faible
concentration d'oxygéne a l'intérieur des pelotes mycéliales n'est
probablement pas la raison principale expliquant 1'absence de
ligninolyse en milieu agité, puisque en bioréacteurs a agitation, aucun
aggrégat mycélial n'est formé, et 1a encore, la lignine n'est pas
dégradée. Mais aussitét que ces cellules mycéliales sont transférées

dans des conditions stationnaires, un voile mycélial est formé, ayant
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I'allure d'excroissances d'aggrégats ou de fragments mycéliaux, et
seulement lorsque le voile mycélial est formé, alors la ligninolyse, le
taux d'oxydation du glucose, et la production de peroxyde d'hydrogéne
ont lieu (résultats non-publiés). Plus tard, certains succeés furent
obtenus avec les cultures en flacons agités par l'utilisation de
détergents (Jiger et al.,, 1985; Leisola et al., 1985; Reid et al., 1985).
Lorsque l'agitation fut alors utilisée (50 r.p.m.), une augmentation de
I'activité ligninase était observée. Cependant, des vitesses d'agitation
supérieures & 50 r.p.m. ont diminué l'activité ligninase (LiP)(Asther et

al., 1987).

7.9. Effet des détergents ou surfactants.

Il a été démontré que la production de ligninases en cultures
liquides agitées contenant une croissance sous forme de pelotes
mycéliales est seulement possible que si un détergent est ajouté dans
le milieu (Jdger et al.,, 1985; Faison et Kirk, 1985). Les premiers
détergents étudiés étaient le Tween 20, Tween 80, et le 3-[(3-
cholamidopropyl) diméthylammonio]-1-propanesulfonate (i.e. CHAPS)
(Jager et al.,, 1985). Les détergents suivants et leur concentration
respective ont permis une production optimale de ligninases: 0,05%
(v/v) pour Tween 80 et Tween 20. Aussi, l'acide oléique (0,08%), un
acide gras, s'est avéré avoir un effet positif sur la production de

ligninases (Asther et al., 1987; Jiger et al., 1985).
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Les premiers résultats obtenus avec de tels additifs ont permis
d'obtenir des activités ligninases comparables ou supérieures a toutes
celles obtenues précédemment en cultures stationnaires, avec
I'avantage d'utiliser un plus grand volume de culture, et aussi la
possibilité d'augmentation de 1'échelle de production en fermenteur a
agitation conventionnel (STR). D'autres avantages de l'utilisation d'un
systtme de culture liquide avec agitation plutdét que stationnaire sont
une meilleure reproductibilité des activités et un meilleur contréle des
conditions: pH, tension d'oxygéne (Reid et al., 1985).

Jansheker et Fiechter (1988) ont rapporté que les surfactants tels le
polypropyléne-glycol et le polyéthyléne-glycol (103 ppm) ont permis
des productions d'activités ligninases supérieures a celles obtenues
avec les Tweens et aussi une consommation plus rapide et plus
compléte du glucose. Il est connu que le polyéthyléne-glycol est utilisé
comme agent de fusion des membranes (Sowers, 1987), et agit comme
surfactant en augmentant la lipophylie sur la surface de la cellule
(Kappeli, 1976). Cependant, la nature de l'effet des détergents n'est
pas encore claire (Asther et al.,, 1987; Jdger et al.,, 1985). Il est au
moins reconnu que ces agents peuvent augmenter la fluidité et la
solubilité des membranes cellulaires, favorisant de ce fait la sécrétion
des protéines extracellulaires (dont les ligninases), ainsi que le
transfert de l'oxygéne dissous a l'intérieur des cellules, permettant
d'activer la production de ligninases et le métabolisme oxydatif. Ces
effets peuvent é&tre particuliérement importants dans le cas de pelotes
ou d'aggrégats de grandes dimensions, ol les échanges avec le milieu

sont difficiles. Cependant, une étude récente sur l'effet de l'agitation
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sur la production de ligninases a révélé que les détergents (Tweens et
CHAPS) ont un rdle protecteur contre l'inactivation mécanique des
ligninases par l'agitation (Venkatadri et Irvine, 1990). D'autres études
sont envisagées afin d'élucider la nature de l'effet stimulateur de ces

composés sur la production de ligninases.

7.10. Effet des lipides sur la production de ligninases.

La suppression de la production de ligninases en cultures agitées
de P. chrysosporium empéche la production de ces enzymes a grande
échelle (Faison et Kirk, 1985). La supplémentation des milieux de
culture avec le Tween 80 a favorisé les rendements de ligninases en
cultures agitées avec agitation réduite (50 r.p.m.) (Jdager et al., 1985).
Le mécanisme par lequel le Tween 80 favorise l'activité ligninase fut
étudié aussi bien que l'effet de la supplémentation de lipides et

d'acides gras dans le milieu de culture (Asther et al., 1988 a,b).

Aussi, une souche mutante performante de P. chrysosporium
pour la production de ligninases a été isolée par Buswell et al. (1984)
et étudiée par Asther et al. (1988 a,b). Dans cette souche, nommée
INA-12, la ligninase (LiP) est produite sous des conditions non-
limitantes en carbone et en azote. Les rendements en ligninase
obtenus par cette souche améliorée sont cependant encore largement
insuffisants pour une production a grande échelle. L'amélioration de la

production de ligninases par P. chrysosporium peut €tre approchée
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par la sélection de souches mutantes mais aussi par des études de
I'effet des composantes du milieu de culture sur leur production.
Asther et al. (1988 a,b) a fait une étude sur l'effet de divers additifs
du milieu (dont l'effet des lipides) sur la production de ligninases avec

P. chrysosporium INA-12.

L'effet des acides gras insaturés ou huiles végétales, tels que
I'huile de tournesol, et l'huile d'olive sur la production de ligninases
avec P. chrysosporium INA-12 a été examiné en milieu contenant le
glycérol comme source de carbone et l'alcool vératrylique comme
inducteur (Asther et al.,, 1987). La supplémentation du milieu avec ces
huiles a favorisé la production de ligninases (LiP) par rapport a des
témoins sans huile ou acide gras. Les meilleurs résultats ont é&té
obtenus aprés 4 jours d'incubation avec l'huile d'olive (21,3 nkat/mL=
1,278 U/mL), comparativement a (5,8 nkat/mL= 0,348 U/mL) pour le
témoin sans lipide (nkat= nanokatal). Le mycélium cultivé en présence
d'huile d'olive contenait une plus grande quantité de lipides totaux
(7,7% vs. 3,3% pour le témoin) et le degré moyen d'insaturation
(A/mole) a diminué de 1,4 (témoin sans lipide) & 1,3 (avec huile

d’'olive).

Les mécanismes par lesquels les composés lipidiques utilisés
comme suppléments de culture favorisent l'activité ligninase ne sont
pas encore clairs. Le mycélium se développant en présence d'huiles

contient probablement une plus grande proportion de lipides insaturés
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au niveau des membranes. Cela peut modifier la perméabilité qui, 2

son tour, stimule la synthése et la sécrétion protéique.

D'autres résultats (Asther et al., 1988 b) ont révélé que la
supplémentation de Tween 80 (0,05%) en cultures stationnaires de P.
chrysosporium INA-12 développées en milieu contenant du glycérol
comme source de carbone a permis d'augmenter de deux fois l'activité
ligninase (LiP) (11,4 nkat/mL= 0,684 U/mL) vs. les témoins non-
supplémentés (5,5 nkat/mL= 0,330 U/mL). Lorsque le Tween 80 était
remplacé par l'acide oléique (0,035%), une augmentation de 4,l1x était
observée (22,3 nkat/mL= 1,338 U/mL). Aucune stimulation de
synthése protéique intracellulaire totale ne fut observée avec l'acide
oléique. Aussi, le temps d'incubation requis pour atteindre I'activité
ligninase maximale fut réduit de 6 a 4 jours. L'acide oléique peut éEtre
remplacée par des huiles végétales insaturées telles que I'huile de
tournesol ou d'olive avec des résultats comparables. L'huile de
tournesol contient principalement de 1'acide linoléique (diinsaturé,
C18:2), Alors que l'acide oléique (monoinsaturé C18:1) est le

composant majeur de l'huile d'olive.

La supplémentation du milieu de croissance avec des huiles
végétales émulsifiées (0,035%) avec Tween 80 (0,12%) ont favorisé
l'activité ligninase autant que les huiles non-émulsifiées. La
supplémentation avec des huiles riches en acide oléique (huile d'olive)
ont permis d'obtenir des activités ligninases supérieures qu'avec les

autres huiles. Des mixtures de phospholipides se sont avérées de bons
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suppléments pour favoriser l'activité ligninase. Dans les milieux
contenant de la lécithine ou de l'azolectine, l'activité ligninase a atteint
23,3 et 27,9 nkat/mL respectivement. Le couplage d'une source de
triglycéride telle que l'huile d'olive avec un mélange de phospholipides
(azolectine) ont davantage favorisé l'activité ligninase (~32 nkat/mL).
La meilleure activité ligninase (LiP) obtenue dans toute cette étude
(39 nkat/mL) fut obtenue en utilisant des mixtures de triglycérides et
de phospholipides avec l'extrait de levure (concentration optimale= 1

g/L) a une température optimale de 31°C.

Cette étude a démontré que la production de ligninases avec P.
chrysosporium INA-12 est favorisée de fagon significative par la
supplémentation d'acides gras mono-insaturés, triglycérides, et de
phospholipides. Ces observations sont associées 2 des modifications
dans la composition lipidique de la membrane mycéliale du fongus,
favorisant directement la fluidité de la membrane. Il est aussi établi
que la sécrétion des protéines ainsi que le transport de substances de
faible poids moléculaire, l'activité des enzymes membranaires, et
d'autres processus sont favorisés par l'augmentation de la fluidité
membranaire, laquelle est a son tour dépendante de la nature des
phospholipides, de leur composition en acides gras, aussi bien que de

la température (Cherry, 1976).

Actuellement, aucun résultat n'est rapporté sur les effets des
huiles et autres lipides sur la production de ligninases avec la souche

naturelle de P. chrysosporium (ATCC-24725). Méme si cette souche
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semble €tre génétiquement moins performante pour la production de
ligninases, elle a l'avantage de produire au moins 10 isoenzymes
différentes de ligninases, dont certaines sont des peroxydases
manganeése-dépendantes, qui ont été démontrées comme étant
essentielles dans la dépolymérisation de la lignine. Cependant, la
souche INA-12 peut produire seulement un nombre restreint
d'isoenzymes de type LiP (jusqu'a 4). Donc, cette souche serait

probablement moins efficace dans la biodégradation de la lignine.

Dans une étude intéressante (Schiesser et al., 1989), Pleurotus
ostreatus floridae a ¢été cultivé en culture liquide (milieu
synthétique) avec l'addition de paille de blé comme source principale
de carbone. L'effet de l'addition de petites quantités de sources de
carbone (glucose, extrait de levure, huile de tournesol) sur la
croissance mycéliale, le rendement de biomasse, et les activités
enzymatiques ont été rapportés. Il est dit que I'huile, lorsque ajoutée
au début de la fermentation, augmente le rendement de biomasse,
mais diminue les activitées cellulasiques en agissant dans le
microenvironnement entre la surface de la cellulose et le site actif des
enzymes. Cependant, il y a augmentation de l'activité laccase et de la
ligninolyse. Mais, aucune activité ligninase n'a été détectée dans ces

conditions.
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7.11. Effet de la taille et de la concentration des pelotes
mycéliales sur la production de ligninases (en

cultures liquides agitées).

Certaines études en fermentation & agitation conventionnel (STR)
utilisant le milieu carbone-limitant ont démontré que la formation de
pelotes mycéliales est cruciale pour la production de ligninases
(Janshekar et Fiechter, 1988). Dans toutes ces expériences en
fermenteur ol le fungus s'est développé, soit en populations
mycéliales (aggrégats) ou en flocons mycéliaux, aucune production de
ligninase n'a eu lieu. Cependant, la formation de pelotes mycéliales
sphériques n'est pas la seule condition nécessaire pour la production
de ligninases. Celles-ci doivent étre d'un certain diamétre de grosseur:
en fermenteur, des pelotes de petite taille (1-2 mm de diamétre) se
comportaient comme des cultures mycéliales normales, et é&taient
malheureusement inactives pour la production de ligninases, alors que
des pelotes de plus grande taille ont permis de détecter de l'activité
ligninase. Mais, di & des limitations de transfert de masse (limitations
de diffusion des nutriments et de l'oxygéne), ils ont produit une
croissance plus lente et un taux plus bas de consommation du glucose.
Cela implique une période d'incubation plus longue pour atteindre
I'épuisement en substrat et le début de la phase métabolique
secondaire de production de ligninases. C'est pourquoi des études
d'optimisation, impliquant I'étude de 1'effet de la taille et de la

concentration des aggrégats mycéliaux ont été rapportées en
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fermenteur de 42 litres (STR), en milieu carbone-limitant par

Janshekar et Fiechter (1988).

En contrdlant la quantité d'inoculum de spores, il était possible
de contrdler la taille et le nombre de pelotes par unité de volume de
culture (concentration). Par exemple, lorsque le nombre de spores
(concentration de spores de l'inoculum) était augmenté, alors le
nombre de pelotes fut aussi augmenté, et di 3 la concentration plus
élevée de biomasse mycéliale produite, les taux de croissance et de
consommation du glucose étaient aussi augmentés, mais la taille des
pelotes fut alors inversement diminuée, et finalement, il n'y avait
aucune activité ligninase détectable dans ces conditions. Les effets
inverses (cas d'un nombre de spores diminué) étaient aussi vrais, mais
dans ces derniers cas, la production de ligninases a eu lieu. Cependant,
ces observations sont seulement valables que dans une certaine limite
de concentrations de spores et de volumes de culture (< ou = 42 L).
Donc, en général, un inoculum riche (>4,8 x107 spores/L culture)
permet la formation de pelotes de petites tailles et aucune production
de ligninases, alors qu'un inoculum moins abondant (< 7 x106 spores/L
culture) augmente la taille des pelotes et prolonge la durée de
développement de la culture (croissance plus lente), suivi par une
phase active de métabolisme secondaire pour la production de

ligninases (Janshekar et Fiechter, 1985).

Des études ultérieures en milieu azote-limitant en conditions

agitées (50 mL de culture/ flacon de 250 mL) ont permis d'observer
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deux effets simultanés: l'effet du nombre (concentration) et de la taille
des pelotes sur la production de ligninases (Leisola et al., 1985). Ces
études ont rapporté une production d'activité maximale de ligninases
(LiP) de 0,118 U/mL lorsque le diamétre moyen des pelotes était de 1-
2 mm, obtenu A partir d'un inoculum de 1 x106 spores/L milieu, alors
qu'a des tailles supérieures ou inféricures de pelotes, seulement 0,060
U/mL d'activité ligninase fut produite. Aussi, l'activité ligninase était
directement proportionnelle aux concentrations de pelotes dans des
concentrations variant entre 1,4 et 3,5 g pelotes/L de culture.
Cependant, aucun de ces effets fut vraiment observé en conditions

carbone-limitantes.

7.12. Comparaison de l'effet de la limitation en carbone ou

d'azote en flacons agités.

Diverses stratégies ont été utilisées pour produire des niveaux
plus élevés de ligninases en cultures liquides agitées (Leisola et al.,
1985). Les premiers milieux agités utilisés étaient azote-limitants
(Kirk et al.,, 1978), et les niveaux d'activité LiP obtenus é&taient
comparables & ceux rapportés en cultures stationnaires peu profondes
(Tien et Kirk, 1983). Cependant, Jeffries et al. (1981) fut le premier a
démontrer la biodégradation de la lignine en cultures carbone-
limitantes, basant leur travail sur le fait que dans la nature, lorsque le
fongus se développe sur le bois, il ne vit pas seulement dans des
conditions azote-limitantes, mais aussi carbone-limitantes, aprés que

les couches superficielles de polysaccharides sont consommées et que
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la couche protectrice de lignine doit étre dégradée par la production de

ligninases afin d'atteindre la couche voisine de polysaccharides.

Plus tard, Faison et Kirk (1985), et Leisola et al. (1985) ont comparé la
production de ligninases en milieu Kirk (Kirk et al., 1978; Fenn et Kirk,
1979) limitant en carbone ou azote, et supplémenté avec l'alcool
vératrylique a la fin de la phase de croissance a une concentration
optimale de 1,5 mM et aéré avec 100% d'oxygéne, afin d'atteindre des
activités ligninases élevées. Dans le milieu carbone-limitant, la
concentration de glucose utilisée (source de carbone) était de 2 g/L et
celle de diammonium tartrate (source d'azote) était de 0,66 g/L (7,2
mM). Dans le milieu azote-limitant, la concentration de glucose était de

10 g/L et celle de diammonium tartrate était de 0,20 g/L (1,7 mM).

Dans I'étude de Leisola et al. (1985), l'activité ligninase maximale
(LiP) de 0,670 U/mL (1U= 1 nmole substrat/minute) était obtenue en
milieu carbone-limitant, aprés 60 heures d'incubation. L'activité totale
maximale par flacon et l'activité spécifique maximale étaient
respectivement de 33600 U (50 mL/flacon) et 36 U/ug protéines. Ces
résultats furent obtenus a une concentration mycéliale finale de 4 g/L,
et les pelotes furent agglomérées en un aggrégat mycélial puisque la

vitesse d'agitation n'était que de 60 r.p.m.

En conditions azote-limitantes, l'activité ligninase maximale de
0,118 U/mL était obtenue aprés 100 heures d'incubation, avec une

activité spécifique maximale de 11,9 U/ug protéines, et une activité
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totale maximale par flacon de 5900 U (50 mL/flacon). Ces résultats
furent obtenus 2 partir d'un inoculum de 106 spores/L culture, qui
s'est développé en pelotes de 1-2 mm de diamétre & une concentration
finale de 2,8 g/L de biomasse mycéliale. Donc, ces résultats suggérent
que la limitation en carbone est plus efficace pour la production de
ligninases, & cause des activités supérieures obtenues en ligninases, et

I'apparition plus rapide de l'activité ligninase.

7.13. Effet du systéme de culture sur la production de

ligninases (conception du bioréacteur).

Divers syst¢mes de culture ont été utilisés et comparés pour la
production de ligninases avec P. chrysosporium (Janshekar et Fiechter,
1988). Les premiéres cultures utilisées pour la production de
ligninases étaient des cultures stationnaires peu profondes en flacons
Erlenmeyer de 125 mL (Faison et Kirk, 1985; Jdger et al.,, 1985;
Janshekar et al., 1982; Leisola et al., 1985; Reid et al., 1985; Tran et
Chambers, 1987). Ces cultures ont permis de produire des ligninases
facilement, mais les activités obtenues étaient trés faibles et la
production a grande échelle (a2 grande surface) était sans succes, di 2
des problémes de limitation de volume de culture. La morphologie
obtenue dans de telles conditions était sous forme de voile mycélial
sur la surface du milieu. Pendant ce temps, d'autres études furent
orientées vers la production de ligninases en flacons agités (Asther et
al.,, 1985; Faison et Kirk, 1985; Jdger et al.,, 1985; Leisola et Fiechter,
1985 a; Reid et al., 1985; Tran et Chambers, 1987). Les premiéres
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tentatives de production furent sans succés, puisque l'agitation des
cultures résultait en une formation de pelotes mycéliales qui
supprimait toute activité ligninolytique (Kirk et al.,, 1978). Il a aussi
postulé que la formation de pelotes par agitation pouvait affecter le
métabolisme secondaire en général (Schimada et al.,, 1981). Plus tard,
Faison et Kirk (1985) ont démontré que l'activité ligninase n'est
possible en conditions liquides agitées que si un détergent est ajouté
dans le milieu de culture (Jdger et al.,, 1985). Asther et al. (1987) ont
aussi démontré que les détergents favorisent la production de
ligninases en flacons agités, mais seulement & faible agitation (< 50
r.p.m.) pour éviter une diminution de la production. Par la suite,
vinrent diverses méthodes pour la production de ligninases, soit en
flacons ou en réacteurs, tels les disques rotatifs, utilisant une souche
mutante de P. chrysosporium pouvant adhérér a des surfaces
plastiques (Kirk et al., 1986 a), ou encore en flacons agités avec
mycélium immobilis€ dans des billes d'agarose ou d'agar, ou aussi dans
des cubes en polyuréthane (Kirkpatrick et Palmer, 1987), afin de
contrfler la taille des pelotes mycéliales. D'autres de ces méthodes
utilisent l'immobilisation de voiles mycéliaux sur un support en fibres
de nylon (Linko et al.,, 1987), ou en tubes de silicone (Willershaussen
et al.,, 1987). Les premiéres tentatives de production a grande échelle
de ligninases en fermenteurs a agitation conventionnels (STR) ou en
cultures stationnaires en larges flacons ou sur plateaux se sont avérées
sans succes (Kirk et al.,, 1986 a). C'est pourquoi des études sur les
caractéristiques physiologiques et de cultures pouvant affecter la

croissance et la production de ligninases en fermenteur de 42-L (STR)



60

ont été effectuées par Jansheker et Fiechter (1988). Ces derniers ont
démontré que certains facteurs sont effectivement responsables de la
production de ligninases dans de tels systtmes A grande échelle: la
présence et la nature des surfactants, le contréle de la taille et de la
concentration optimale des pelotes mycéliales, la présence de
vitamines, et l'effet des éléments de trace. Les meilleures activités
obtenues dans cette étude étaient de 0,106 U/mL (LiP) en fermenteur
de 42-L, en utilisant le polyéthyléne-glycol (PEG 2000) (103 ppm) avec

un inoculum de 7 x106 spores/L et une agitation de 150 r.p.m.

Plus récemment, une nouvelle conception de fermenteur utilisant
des plaquettes de laine de nylon supportées par un chissis métallique
sur lesquelles il y avait formation d'un biofilm mycélial a permis de
produire pour la premiere fois des quantités €normes de ligninases, a
I'échelle-pilote, en fermenteur de 800 litres en mode fed-batch
(Polvinen et al.,, 1991). Ce syst¢éme a permis de récolter un total de 1,5
millions d'unités d'activit¢ LiP en un mois. Les principales conditions
utilisées étaient les suivantes: milieu carbone-limitant, aération
continue avec l'oxygéne pur, agitation de 100-200 r.p.m., 37°C, et pH=
4,5. Dans ce systeme, le glucose et l'alcool vératrylique étaient ajoutés
en fed-batch. L'activité ligninase maximale obtenue dans le milieu de

culture était de 0,432 U/mL.



61

7.14. Conditions ligninolytiques pour la biodélignification en

fermentation a 1'état solide.

Il existe une revue récente (Reid, 1989), sur la fermentation 2
I'état solide (FES) avec P. chrysosporium et d'autres champignons 2
carie blanche pour 1la biodélignification de la biomasse
lignocellulosique. Selon cette revue, il semble que les procédés de FES
peuvent étre potentiellement réalisables économiquement a grande
échelle pour la bioconversion des résidus lignocellulosiques en
moulées animales, pulpe, et sucres. Cette revue discute aussi des
champignons ligninolytiques, leurs besoins nutritionnels et
écophysiologiques, la conception de fermenteurs pour la délignification

a grande échelle, et aussi des considérations économiques.

8. OBJECTIFS DE RECHERCHE

La plupart des études déja rapportées sur l'optimisation de la
production de ligninases avec P. chrysosporium ATCC-24725 ont été
effectuées en milieux liquides synthétiques avec le glucose comme
source principale de carbone. A notre connaissance, aucune étude
systématique sur I'effet de divers parameétres de culture avec une
mati¢re lignocellulosique comme source principale de carbone et

d'énergie n'a été publiée ultérieurement.
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Di a son abondance, sa disponibilité, et son cofit minime, et aussi di au
fait que les lignocelluloses sont des substrats naturels des fongus, nous
avons utilisé des copeaux de bois (bois de tremble) comme source
principale de carbone et d'énergie en cultures liquides agitées ainsi

qu'en fermentation a 1'état solide.

C'est la premiére étude systématique sur l'effet de la plupart des
paramétres déja étudiés (conditions, ingrédients), et d'autres nouveaux
paramétres, sur la production de ligninases avec un milieu a base de

substrat lignocellulosique avec P. chrysosporium.

Avec les meilleures conditions établies, nous avons augmenté
I'échelle de production en fermenteur conventionnel de 10 litres ainsi
qu'en cuve de 4 litres, afin d'effectuer une évaluation préliminaire de

I ’

la faisabilit¢é du procédé a grande échelle.

L'établissement des conditions optimales de culture avec un
milieu & base de copeaux de bois serait un bon point de départ pour la
meilleure compréhension des besoins nutritionnels particuliers du
fongus pour la croissance et le métabolisme secondaire avec un
substrat lignocellulosique. Dans le futur, un tel procédé, si
suffisamment efficace, permettrait simultanément de biodélignifier
divers substrats lignocellulosiques et de produire suffisamment de

ligninases pour différentes études ou applications industrielles.
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1. MATERIELS

1.1. Micro-organisme.

Les cultures de Phanerochaete chrysosporium ATCC 24725 (BKM-
F-1767), sont maintenues sur milieu malt agar 2% en pétris pour la
production de spores. Des repiquages ont été effectués a tous les 6

mois. La croissance a lieu & 37°C, et l'entreposage a 4°C.

1.2. Substrats.

-Le glucose est utilis€ comme substrat pour les inocula, et peut étre ou
non utilisé en fermentations (flacons et fermenteur).

-Les copeaux de bois (tremble), proviennent du moulin 4 scie de Laval-
Des-Rapides, et est utilisé tel quel ou moulu en fermentations.

-Bois moulu de tailles variées: 20, 10, 5, et 2,5 mesh.

(20 mesh= 1 mm2, 10 mesh= 2 mm2, 10 mesh= 4 mm?2, et 2,5 mesh=

8 mm?2).

1.3. Produits chimiques.

Tous les produits chimiques utilisés sont de qualité réactif.

1.4. Matériel de fermentation.

Pour les fermentations en flacons, le matériel utilisé est le suivant:
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-Flacons Erlenmeyer de 250 mL.
-Incubateur agitateur (New Brunswick Scientific Co.).
-pH métre (Corning 220, électrode Corning #476570).

-Boites en acier inoxydable a l'intérieur desquelles les milieux solides

sont déposés sur une grille, pour la FES.

Les principales composantes des fermenteurs sont les suivantes:

-Fermenteur a cuve en acier inoxydable de 16 litres, muni d'un
agitateur a turbines (trois turbines a quatres pales) et de quatres
déflecteurs (Microgen, New Brunswick Scientific Co.).

-Electrode pour la mesure du pH (Ingold modéle 465).

-Sonde & oxygene dissout (New Brunswick, série 900).

-Fermenteur a cuve en verre (Pyrex) de 4 litres, muni d'une ouverture
a la base pour les prélévements.

-Le systéme d'aération est de fabrication artisanale, a partir d'un
microdiffuseur sphérique.

-La cuve est installée a l'intérieur d'un incubateur a agitation rotative,
ce qui permet le contrdle de la température et de l'agitation.

-Le pH est contr6lé indirectement a partir des ajustements sur

prélévements.

1.5. Appareils.

-Spectrophotomeétre UV-visible (Unicam SP 1800)



66

-Etuve a 80°C pour les déterminations de poids secs.

-Balance analytique.

-Centrifugeuse (Beckman modele J-21 B).

-Les manipulations aseptiques sont effectuées dans une hotte
laminaire.

-Pour moudre les copeaux de bois & une taille de 20 mesh, on utilise un
moulin Wiley (Arthur Thomas Co. Philadelphia, P.A. Modele 5 x B600
BD).

-Pour obtenir des tailles de bois plus grosses que 20 mesh, on utilise

des tamis de 10, S et 2,5 mesh (Tyler Co.).

2. METHODES

2.1. PROCEDURES EXPERIMENTALES

2.1.1. Culture de Phanerochaete chrysosporium ATCC-24725.

Les spores sont ensemencés et maintenus sur milieu malt agar 2%
dans des pétris. Certaines cultures ont été maintenues sur milieu malt
agar 2% (50 mL) en flacons Erlenmeyer de 250 mL. Ces derniéres ont
été trés utiles pour obtenir des suspensions de spores pour
inoculations. Aprés ensemencement, ces cultures sont incubées a 37°C
pendant 2 semaines, ou jusqu'da ce que la surface de I'agar soit

recouverte de spores et que le milieu passe de jaunitre & transparent.
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Les cultures sont alors entreposées & 4°C pendant 6 mois et les cultures

inutilisées sont repiquées sur milieux frais.

2.1.2, Pureté des cultures.

La pureté de toutes les cultures (spores, inocula et milieux de
fermentation) est vérifiée par repiquage sur milieu PDA (Potato
dextrose agar), de méme que par observation au microscope, afin de

s'assurer de l'absence de contamination.

2.1.3. Stérilisation:

Les milieux de cultures (en flacons) sont stérilisés a 121°C
pendant 30 minutes. Le milieu de culture en fermenteur en cuve de 4 L
est stérilisé 2 fois a4 1 jour d'intervalle 4 121°C pendant 30 minutes. Les
repiquages et transferts de cultures, de méme que les ajustements de

pH sont effectués dans des conditions aseptiques.

2.1.4. Préparation de I'inoculum.

2.1.4.1. Ensemencement de l'inoculum.

Pour l'ensemencement des inocula, 20 mL d'eau distillée pré-

stérilisée sont ajoutés par flacon de culture de maintenance contenant

des spores. Le tout est agité jusqu'a suspension homogene des spores.
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Puis, chaque milieu inoculum est ensemencé avec 4 mL de cette

suspension.

2.1.4.2. Milieu inoculum.

Le milieu inoculum est un milieu Mandels (1965) que nous avons
modifié: il est enrichi 2.5X en source de carbone (glucose), et 1.5X en
sources d'azote et de phosphate, supplémenté en extrait de levure, et
les éléments de traces utilisés proviennent d'une solution d'éléments de
traces de Kirk (Tien et Kirk, 1988), afin de produire une suspension

riche en mycélium.

La composition du milieu inoculum est la suivante: (dans 1 litre)

Glucose 25 g

(NH4)2804 2,1 g

KH;PO4 30 g
MgS04.7H,0 03 g

CaClp 03 g

Extrait de levure 30 g

Solution éléments traces* 70 mL

Tampon Na-tartrate 5,752 g (25 mM)

pH 5,0
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* Solution d'éléments de traces de Kirk (Tien and Kirk, 1988):
(dans 1 litre)

MgS04.7H,0 3g
MnSQO4.H;0 05 ¢g
NaCl 1,0 g
FeSO4.7H,0 01¢g
CoCl,.6H,0 0,183 g
ZnS04.7H,0 0,1¢g
CuSOs4 0,1 g
AlK(804),.12H,0 10 mg
H3;BO; 10 mg
NasMog4.2H,0 10 mg
Nitrilotriacétate 1,5 g
pH 6,5
Conditions de culture:
pH 5,0
Température 39°C
Agitation 175 r.p.m.
Aération Air (bouchon en mousse)
Récipient Flacon Erlen. de 250 mL
Volume de culture 100 mL/Erlenmeyer
Temps d'incubation 72 h

Lorsque le temps d'incubation de l'inoculum est terminé, on
devrait obtenir une production mycéliale abondante sous forme de
balles "pelotes” blanches, et le milieu devrait é&tre clair, sinon, il y a

forte possibilité de contamination.
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2.1.4.3. Lavage et broyage mycélial de I'inoculum.

Ensuite, les cultures d'inoculum sont transférées dans des
bouteilles a centrifugation de 150 mL, et balancées. Les bouteilles sont
alors centrifugées a 7000 r.p.m. pendant 30 minutes & 20 °C. Le culot
mycélial ainsi formé est conservé et le surnageant est éliminé
soigneusement. Le culot est resuspendu dans son volume initial avec du
milieu de fermentation (dépendamment de 1'expérience: milieu
standard ou carbone limitant, sans copeaux de bois). Le tout est
transféré dans une cuve a malaxeur et broyé pendant 30 secondes.
L'inoculum est alors prét pour l'ensemencement du ou des milieux de

fermentation.

2.1.5. Fermentation & 1'état liquide (FEL) (fermentation

submergée) et fermentation a 1'état solide (FES).

2.1.5.1. Ensemencement des milieux de fermentation.

Pour les milieux liquides, la proportion standard d'inoculum est
de 10% (v/v) (5 mL d'inoculum/50 mL de culture). Pour les milieux
solides, elle est de 10 mL d'inoculum /20 g de copeaux de bois dans

une boite.

A la fin de l'ensemencement, il est important de conserver assez

d'inoculum pour vérifier s'il n'y a pas eu de contamination (sur milieu
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"Potato Dextrose Agar"), et aussi pour la détermination du poids sec de

I'inoculum.

2,1.5.2. Composition des milieux de fermentation pour la

production de ligninases.

Les milieux de fermentation pour la production de ligninases sont
ad base de copeaux de bois de tremble. La composition du milieu
standard (std.) pour la fermentation 2 I'état liquide (FEL) fut établie 2
partir du milieu limité en azote de Kirk (Tien and Kirk, 1988), et de
Jeffries (Perez et Jeffries, 1990) et la composition du milieu limité en
carbone (FEL) est basée sur le milieu limité en carbone de Kirk (Kirk et
al., 1978) et le milieu standard. Dans l'étude d'optimisation, tous les
paramétres de cultures présentés ici demeurent inchangés, sauf le(s)
paramétre(s) étudié(s), tels qu'indiqués. En cultures liquides, chacune
des expériences impliquant un parameétre étudié est effectuée en
triplicata. En fermentation 2 1'état solide, chaque expérience a été

effectuée en duplicata. Voir les compositions des milieux et conditions

de fermentation en pages suivantes.
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COMPOSITION DES MILIEUX KIRK ET JEFFRIES POUR

LA PRODUCTION DE LIGNINASES EN CULTURES
LIQUIDES AGITEES:

Glucose
(NHg4),Tartrate
KH;PO4

MgS04.7 HyO

CaC12

Thiamine-HCl1
Tampon 2,2 DMS**#*
Tampon Na-Tartrate
Alcool vératrylique
Tween 80

Tween 20

Soln. élém. trace*/* *
MnSO4. H,0 ([Mn2+])

Conditions:

pH

Température (°C)
Agitation (r.p.m.)(1)

Aération(2)
Vol.milieu/Flacon

Inoculum(3)

Milieu Kirk#*
(N-limitant)

Milieu Jeffries*#

10 g/L 10 g/L

0,20 g/L 0,20 g/L

2 g/L 2 glL

0,5 g/L 0,5 g/L

0,1 g/L 0,1 g/L

1 mg 1 mg

10 mM ---

--- 20 mM

0,4 mM ---

0,05% ---

0,05%

60 mL 70 mL (sans MnSO4 H,0)

11,15 ppm 0,3 ppm=[bas]
11,15 ppm=[normal]
40 ppm = [élevée]
Ajouté aprés 48 h
de croissance.

Kirk (N-limitant)* Jeffries*#

4.5 4,5

39 39

200 (Erlen. 125 mL)
125 (Erlen. 2-L)
100% O,

45 mL/Erlen.125 mL
750 mL/Erlen. 2-L
10% (v/v)

180(Erlen. 125 mL)

120 (Erlen. 2-L)
100% O,

40 mL/Erlen.125 mL

750 mL/Erlen. 2-L
10% (v/v)
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(*/**) Composition de la solution d'éléments de traces de Kirk

(par litre):

MgS0O4.7TH20
MnS0O4.H,0

NaCl

FeS04.7H,0
CoCl,.6H20
ZnS04.7H50
CuSO4
AIK(S04)2.12H50
H3BO3
N32M004.2H20
Nitrilotriacétate
(N(CH,CO;,Na)3.H,0)
pH

(1) Sur agitateur rotatif (2,5 cm de diamétre/cycle de rotation).

(2) Milieu Kirk: purgé avec Oz pur lors de l'inoculation et les jours

suivants.

Milieu Jeffries: purgé avec Oj pur, 48 heures aprés inoculation, et

jours suivants.

Temps d'aération:1 minute, débit: 6,5 L/minute (Erlen. 125 mL),

10,5 L/minute (Erlen. 2-L).

(3 Milieu Kirk: Inoculum mycélial (broyat) produit en culture

stationnaire de S0 ml en flacon Fernbach (2,8-L) en milieu Kirk sans

Tween 80, a partir de spores. Aprés 48 h de croissance a 39°C, le

milieu est broyé 1 minute (45 mg de poids sec).

Milieu Jeffries: Inoculum de spores. Concentration finale:

(5,5x104 spores/mL milieu).



* Ref.: Milieux Kirk: (N-limitant): Kirk et al. (1988).
** Ref.: Perez et Jeffries (1990)
*¥** 2,2 DMS= 2,2 Diméthyl succinate.

74
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2.1.5.2.2. COMPOSITION DES MILIEUX DE FERMENTATION
ETABLIS DANS CETTE ETUDE POUR LA PRODUCTION
DE LIGNINASES:

(FEL) (FEL) (FES)
MILIEU MILIEU MILIEU
STANDARD C-LIMITANT STANDARD
(Dans 1 litre) (Dans 1 litre) (Boftes en acier

inoxydable)
Copeaux de bois 20 g 20 g Dim.: 6"x 6"x 3" haut
Glucose 5g --- Volume boite: 1,77 L
KH;PO4 2 g 2 g Volume de la
MgS04.6H,0 05 g 05 g fermentation: 0,88 L
CaCl, 0,1 g 0,1¢g
(NHy4), tartrate 0,2 g 0,66 g Compositioin du milieu
Extrait de levure 2 g --- standard (std.):
Solution €éléments trace* 70 mL 70 mL 90 mL milieu liquide
Alcool vératrylique 25 mM 25 ¢ standard + 20 g
Thiamine-HCl --- 1 mg copeaux de bois.
Na-Tartrate (tampon) 25 mM 25 mM
Polyéthyléne-glycol 6000 2,5 g 25 ¢g
Huile de canola (Crisco) --- 35 ¢
MnSO4.H;0 ([Mn2+]) 11,1 ppm 11,1 ppm
CONDITIONS:
pH 4,5 4.5 pH 4,5
Température 39°C 30°C Température 30°C
Agitation (r.p.m.)(D 175 175 % Humidité 33%
Aération(2) 100%0, air Atmosphére air
Volume de culture(3) 50 mL 50 mL
Mode fermentation batch batch
Récipient Erlen. de 250 mL

* Solution d'éléments de traces de Kirk (Tien and Kirk, 1988), sans

MnSO4.H70 (voir p. 74)
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(1) Agitation circulaire.

(2) L'incubation avec 100% O, est effectuée comme suit: Des bouchons
en caoutchouc sont installés aprés stérilisation. L'oxygeéne pur
comprimé est injecté dans chaque flacon pendant 1 minute (10
p.s.i.) , aprés 2 jours d'incubation, et est régénéré A tous les 2 jours
suivants, ou aprés chaque prélevement. L'atmosphére d'air est
obtenue automatiquement en utilisant les bouchons en
polyuréthane.

(3) Le volume de culture inclut le volume de milieu (45 mL) + le

volume d'inoculum (5 mL).

2.1.6. Fermentation liquide de 10 litres en fermenteur a

turbines conventionnel d'une capacité de 16 litres.

La température est maintenue automatiquement par le passage
d'eau chaude ou froide dans l'enveloppe de la cuve et dans les contre-
pales du fermenteur. L'agitation & turbines peut é&tre ajustée
manuellement selon l'évolution de la fermentation. Le pH est ajusté
automatiquement par addition d'acide (H2SO4 15%) ou de base (NaOH
15%).

L'aération par microdiffusion est ajustée manuellement selon la
concentration d'oxygéne dissout dans la milieu, soit entre 80 et 100% .
La mousse formée est contr6lée manuellement par addition d'anti-

mousse Emulsion A. Un échantillon de 50 mL est prélevé au temps zéro
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et quotidiennement, jusqu'a la fin de la fermentation, et conservé a 4°C

pour les essais enzymatiques.

Voici la composition du milieu et conditions utilisées en fermentation

de 10 litres:

Composition du milieu: Identique a celle utilisée en flacons (FE‘L, milieu

C-limitant, [Mn]= 40 ppm), excepté que le tampon Na-tartrate n'est pas

ajouté.

Conditions de fermentation:

pH
Température
Agitation
Aération

Volume de culture
Mode fermentation
Fermenteur

4,5

37°C

175 r.p.m.

100% O3 ou air comprimé (~5 p.s.i.).

Débit: 0,5 a 1,0 vvm (volume de gaz/volume
liquide/minute)

Concentration d'oxygéne dissout: 80 a 100%.

10 L (inclut 9 L milieu + 1 L inoculum).

Batch.

"Bench-top fermenter" d'une capacité maximale
de 16 litres.
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2.1.7. Fermentation liquide de 3 litres en mini-fermenteur

artisanal (cuve en verre de 4 litres) (Fig. 5).

La température et l'agitation sont contrélées automatiquement 2
I'intérieur de l'incubateur a agitation circulaire. Le pH est vérifié
quotidiennement et ajusté manuellement avec un acide (H,S046%) ou
une base (NaOH 6%) a partir du prélevement. L'aération par
microdiffusion est ajustée a une pression de 10 p.s.i. La mousse est
contrélée manuellement par addition d'anti-mousse Emulsion A. Un
échantillon de 50 mL est prélevé au temps zéro et quotidiennement,

puis conservé a 4°C pour les essais enzymatiques. La composition du

milieu et les conditions de fermentation sont les suivantes:

Composition du milieu: Milieu optimal obtenu en flacons. Il s'agit du

milieu C-limité modifié (non tamponné de Na-tartrate, [Mn] = 40 ppm)

Conditions de fermentation:

pH 4,5

Température 30°C

Agitation 150 r.p.m.

Aération air comprimé (25 p.s.i.)

Volume de culture 3 Litres (comprend 2,7 L milieu + 0,3 L
inoculum)

Mode de fermentation Batch

Fermenteur Cuve de verre d'une capacité totale de 4 L. Le

systtme de fermentation est fabriqué a la main,
et illustré en figure 5.



Fig. 5: Schéma du mini-fermenteur artisanal en cuve de verre
de 4 litres utilisé pour la production de ligninases.

Addition d'acide ou base Sortie d'air
)./

Entrée d'air

|
HINN
4 N
=
s
- J
=
- |
2
MILIEU DE
CULTURE Pince de
fermeture
Alr —T
2 . s Sortie de liquide
kel Diffuseur a air pour prélévements

Ce schéma illustre le systéme de fermentation utilisé pour I'étude de production de
ligninases en fermentation de 3 litres. Le fermenteur est utilisé & l'intérieur d'un
incubateur a agitation rotative.

CONDITIONS:

pH: 4,5 (Ajusté quotidiennement avec solution NaOH ou H2S04 6%)
Température: 30°C

Aération: Air comprimé (25 p.s.i.)

Agitation: 150 r.p.m.

Vol. total culture: 3 litres (Comprend 2,7 L de milieu + 0,3 L d'inoculum)
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2.1.8. Récolte d'enzymes.

Cultures liquides: Les prélévements sont effectués
quotidiennement & raison de 4 mL de culture par jour. Pour le milieu
standard, les prélevements sont effectués du jour 5 au jour 10. Pour le

milieu carbone limitant, ceux-ci sont effectués du jour 3 au jour 9.

Fermentation a 1'état solide: Les prélévements sont effectués 1
fois par semaine, du jour 21 au jour 42, s'il y a lieu, a raison de deux
boites recueillies par expérience. Le contenu de chacune des boites est
mélangé, puis pressé dans 2 épaisseurs de coton-fromage pour
recueillir le maximum de l'extrait liquide. Le volume de ce liquide est

mesuré pour déterminer ultérieurement l'activité totale par boite.
Tous les échantillons sont centrifugés a 12000 r.p.m. pendant 10
minutes a 4°C. Les surnageants sont ensuite conservés a 4°C pour les
essais enzymatiques.
2.2. PROCEDURES ANALYTIQUES
2.2.1. Essais enzymatiques.
Dans les essais effectués, la température d'incubation des

€chantillons est la température de la piece (25°C). Telle que calculée

dans tous ces essais, l'unitée d'activité équivaut a 1 micromole de
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substrat oxydé par minute. Dans l'essai de l'oxydation de l'alcool
vératrylique, 1'échantillon d'enzyme peut avoir été dilué 1/2 lorsque
nécessaire (2 des niveaux supérieurs a 1 unité d'activité LiP), mais il
faut en tenir-compte dans la calcul de l'activité. Ex.: Dilution 1/2 =>
Facteur de dilution = 2. 11 faut donc multiplier la A D.O./min. par le
facteur de dilution (Ref.: Mandels et al., 1976).

2.2.1.1. Activité Lignine peroxydase (LiP).

2.2.1.1.1. Méthode pour les cultures liquides (FEL).

Oxydation de l'alcool vératrylique en vératraldéhyde (A=310 nm)
(Ref.: Tien and Kirk, 1988; Kirk et al., 1990)
(Voir structure des composés en annexe)

Dans une cuvette en polyacrylate (3 mL):

0,25 mL Echantillon d'enzyme (Surnageant de culture)
+ 0,25 mL alcool vératrylique (10 mM)
+ 2,25 mL Tampon Na-tartrate, pH=3,0 (66,7 mM)
+ 0,25 mL H;03 (0,1 mM)

Volume total dans la cuvette = 3,00 mL
Blanc = Contenu de la cuvette sans H,Ojz et 1'échantillon d'enzyme.

Dans cet essai, l'addition du peroxyde d'hydrogéne initie la
réaction. L'activité LiP est directement proportionelle a l'augmentation

d'absorbance/minute, et est exprimée en unités d'activité LiP par mL
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de surnageant de culture. L'activité LiP est calculée en prenant la

variation maximale d'absorbance & 310 nm/minute, comme suit:

[(A D.O./min X 323)/ 250] X facteur de dilution =
(# D'unités LiP/ mL de surnageant de culture) X facteur de dilution.

2.2.1.1.2., Méthode pour les cultures a I1'état solide (FES).

Oxydation de I'ABTS (A= 420 nm) (Ref.: Archibald, 1992)
ABTS= 2,2'-azinobis-(3-ethyl benzthiazoline-6-sulfonate(6)).
(De: Boehringer) (Voir structure du composé en annexe)

Dans une cuvette en polyacrylate ou polystyréne (3 mL):

0,25 mL Echantillon d'enzyme (extrait liquide)
+ 0,25 mL ABTS (5 mM)
+ 2,25 mL Tampon Na-tartrate, pH=3,0 (66,7 mM)
+ 0,25 mL H;0, (0,1 mM)

Volume total dans la cuvette= 3,00 mL
Blanc = Contenu de la cuvette sans H03 et I'échantillon d'enzyme.

Dans les échantillons d'enzymes en FES, Ia présence trop élevée de
lignines et autres pigments solubles du bois interfére dans I'essai de
I'alcool vératrylique (dans Il'ultra-violet). C'est pourquoi, afin d'éliminer
cette interférence, nous devions utiliser un essai dans le spectre visible
(I'oxydation de 1'ABTS), rapporté comme étant aussi adéquat pour la

détection d'activité LiP. Cependant, en comparant les activités LiP
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obtenues de la méthode ABTS et l'alcool vératrylique, nous avons
observé que les valeurs obtenues avec I'ABTS sont 1,32x plus élevées
avec des échantillons d'enzyme de la FEL. Cependant, nous ne pouvons
déterminer un facteur de correlation entre les échantillons de FEL et
FES puisque nous ne connaissons pas l'effet des pigments dans les
échantillons de la FES. C'est pourquoi le facteur théorique de 2 fut

utilisé pour les calculs d'activité LiP en FES.

Dans cet essai, l'addition du peroxyde d'hydrogéne initie la réaction.
L'activité LiP est directement proportionelle a l'augmentation
d'absorbance a 420 nm/minute, et est exprimée en unités d'activité LiP
par mL d'extrait liquide de culture. L'activité est calculée en prenant la

variation maximale d'absorbance/minute, comme suit;

[(A D.O./min) / 2] = #D'unités d'activité LiP/ mL d'extrait liquide de
culture.

2.2.1.2. Activité peroxydase manganeése-dépendante.

Oxydation du Rouge de Phénol (A= 431 nm)
(Ref.: Archibald, 1990)
(Voir structure du Rouge de Phénol en annexe)

Dans une cuvette en polyacrylate ou polystyréne (3 mL):
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0,25 mL Echantillon d'enzyme
+ 2,50 mL d'une solution contenant:
Rouge de Phénol (0,1 mM)
Tampon Na-malonate, pH 4,5 (50 mM)
MnSO4.H,0 (0,1 mM)
Gélatine (3 g/L)
+ 0,25 mL H;0; (50 uM)

Volume total dans la cuvette= 3,00 mL
Blanc = Contenu de la cuvette sans HO3 et 1'échantillon d'enzyme.

Dans cet essai, l'addition du peroxyde d'hydrogéne initie la
réaction. L'activité MnP est directement proportionelle a la diminution
d'absorbance/minute, et est exprimée en unités d'activité MnP par mL
d'échantillon d'enzyme. L'activité est calculée en prenant la variation

maximale d'absorbance a 431 nm/minute, comme suit:

[ (A D.O./min) [/ 0,05 ] = #D'unités d'activit¢ MnP/ mL d'échantillon
d'enzyme.

2.2.1.3. Activité Laccase.

Pour la détermination d'activité laccase, nous avons utilisé la
méthode d'oxydation de I'ABTS.
Cependant, au cours de cette étude, nous avons comparé différentes

méthodes & celle déja utilisée, et nous avons observé que la méthode
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utilisant le 2,6 Diméthoxyphénol (voir structure en annexe) est plus
rapide d'utilisation, mais est moins spécifique a la présence de laccase

(interférence de l'activité MnP).

2.2.1.3.1. Oxydation de I'ABTS (A= 420 nm)
(Ref.: Archibald, 1992)

Dans une cuvette en polyacrylate ou polystyréne (3 mL):

0,25 mL Echantillon d'enzyme
+ 0,25 mL ABTS (5 mM)
+ 2,50 mL Tampon Na-acétate, pH=5,0 (0,1 M)

Volume total dans la cuvette= 3,00 mL
Blanc = Contenu de la cuvette sans l'échantillon d'enzyme.

Dans cet essai, l'addition de l'enzyme initie la réaction. L'activité
Laccase est directement proportionelle & la diminution
d'absorbance/minute, et est exprimée en unités d'activité Laccase par
mL d'échantillon d'enzyme. L'activité est calculée en prenant la

variation maximale d'absorbance a 420 nm/minute, comme suit:

[ (A D.O/ml) [/ 2 ] = # D'unités d'activité laccase/ mL d'échantillon
d'‘enzyme.
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o Détermination des protéines.

Les échantillons prélevés lors de la fermentation liquide en fermenteur
de 3 litres sont analysés par le test Lowry (Lowry et al., 1951;

Paterson, 1979).

2.2.3. Détermination du poids sec de la biomasse mycéliale

des inocula.

Un échantillon d'un certain poids d'inoculum mycélial liquide
(broyat ou pelotes) est pesé, puis étuvé a 80°C pendant 24 heures.
L'échantillon est ensuite déposé 10 minutes dans un dessicateur, puis
pesé de nouveau pour mesurer le poids sec. Le rapport de poids sec
résiduel d'échantillon sur le poids liquide est multiplié par 100 pour

obtenir le pourcentage de poids sec de l'échantillon.

2.2.4. EVALUATION DE LA PRODUCTION DE LIGNINASES.

Dans cette étude, lorsque nous parlons d'activités ligninases, celles-ci
sont toujours exprimées en concentrations individuelles pour chaque
type de ligninase produite (i.e. unités d'activités LiP ou MnP produites
par millilitre de milieu de culture). Dans chacune des expériences
effectuées, le ou les paramétres optimaux sont établis selon les activités

maximales obtenues pour chaque type de ligninase. Donc:
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2.2.4.1. Calcul de I'activité ligninase.
Activité¢ max. LiP = Unités LiP/mL = U/mL

Activité max. MnP= Unités MnP/mL = U/mL

(1 Unité = 1 unité internationale = 1 umole de substrat oxydé/minute)

2.2.4.2. Calcul de la productivité en ligninase.

Dans certaines expériences, nous avons évalué la performance de la
production de ligninases selon les productivités individuelles de chaque

type de ligninase (LiP et MnP) produite:

Productivité en LiP = Activité max. LiP = U/(mL . Jour)
Jours d'incubation

Productivité en MnP = Activité max. MnP = U/(mL . Jour)
Jours d'incubation

2.2.4.3. Calculs d'erreur:

L'erreur sur les résultats (exprimée en pourcentage) est exprimée
d'aprés la déviation moyenne sur les résultats:

Exemple: Les expériences de FEL sont effectuées en triplicata, et
chaque valeur d'activité exprimée sur les graphiques est donc une
moyenne de trois valeurs, donc le calcul suivant doit é&tre effectué

pour exprimer l'erreur sur les résultats (en %):
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(V1 +Vy+V3)3 = Vmoyen
(AV]+AV2+AV3)/3 = AVmoyen
(AVmoyen/Vmoyen) X 100 = % d'erreur.

ol V, représente une valeur d'un triplicata.
Vmoyen représente la moyenne des valeurs du triplicata.
AV moyen Teprésente la déviation moyenne a la valeur moyenne.
AVy = (Vx-Vmoyen) Teprésente I'écart 2 la moyenne en valeur

absolue (pour chaque valeur du triplicata).

Le % d'erreur sur les résultats de chaque expérience est indiqué sur
chaque graphique ou tableau correspondant, et correspond a la
moyenne des % d'erreurs obtenus pour toutes les valeurs obtenues de

I'expérience correspondante.
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1. INTRODUCTION

Dans cette étude d'optimisation, nous avons comparé l'effet de
divers parametres sur la production de ligninases, afin de formuler un
milieu optimal permettant de produire des niveaux maximaux

d'activités ligninases.

Pour ce faire, dans chaque expérience un paramétre optimal fut
déterminé selon le maximum d'activité individuelle des ligninases LiP
et de MnP produites par millilitre de milieu. Dans les expériences ol
nous avons comparé diverses sources d'azote organique (FEL, Fig. 21)
et dans la détermination du milieu optimal (FEL, Fig. 41), nous avons
déterminé le ou les parameétres optimaux par le calcul de la
productivité (maximum d'activité individuelle des ligninases LiP et
MnP obtenues par millilitre par jour d'incubation). (Voir calculs dans

les méthodes).

2. FERMENTATION A L'ETAT LIQUIDE:

2.1. Formulation d'un milieu standard pour 1'étude de 1'effet

de divers parameétres sur la production de ligninases:

Au tout début de cette étude, nous avons utilisé le milieu

limitant en azote de Kirk (Tein et Kirk, 1988) pour la production de
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ligninases, mais la plupart du temps, aucune activité ligninase ne fut
produite, et lorsque de l'activité fut produite, elle était trés faible. C'est
pourquoi nous avons jugé bon de le modifier en y ajoutant des
copeaux de Dbois, supposant que ce substrat naturel de P.
chrysosporium pourrait jouer un certain réle sur la production de
ligninases, puisque dans la nature, des ligninases sont produites par
les champignons dégradeurs de bois pour permettre leur croissance

sur un tel substrat.

Donc, dans une premiére expérience (Fig. 6), le milieu azote-
limitant de Kirk fut utilisé dans une série de flacons et dans ['autre
série, nous avons supplémenté le milieu Kirk avec 2% de copeaux de
bois. Les résultats ont indiqué une production plus élevée d'activité
LiP dans le milieu modifi€¢ de Kirk avec 2% de copeaux de bois, mais la
production d'activité MnP est demeurée faible (Fig. 6) (Voir la

composition du milieu Kirk dans les méthodes).

De plus, nous avons observé que la production de ligninases était
plus facile a réaliser en utilisant les copeaux de bois. Cela nous a
motivé a apporter d'autres modifications au milieu azote-limitant de

Kirk:

Nous avons remplacé le surfactant Tween 80 (0,05%) par le PEG
6000 (0,25%) (0,25% fut utilis€ pour obtenir une méme concentration

molaire que 0,05% de Tween 80). Nous avons utilis€ le PEG puisque



Fig. 6 : Comparaison du milieu Kirk original (azote-limitant)* avec
le milieu Kirk azote-limitant modifié (2% copeaux de bois) sur
la production de ligninases.
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des activités élevées de ligninases ont été rapportées en utilisant ce

surfactant par Janshekar et Fiechter (1988).

Nous avons aussi augmenté la concentration d'alcool vératrylique
a 2,5 mM puisqu'il a été rapporté par Leisola et al. (1985) que des
activités ligninases élevées ont €été obtenues avec des concentrations

comparables.

Di a son coiit trés élevé, nous avons remplacé le tampon 2,2
diméthyl succinate par le tampon tartrate (25 mM) dont le pKa est
plus prés de 4,5 (pH optimal pour la production de ligninases), et le

cOut moindre.

L'extrait de levure est un ingrédient communément utilis€é dans
plusieurs milieux de culture de microbes puisqu'il permet de
supporter une bonne croissance des microorganismes. Cet ingrédient
n'est pas seulement une bonne source d'azote organique lentement
assimilable, mais aussi une source riche en vitamines (dont la
thiamine). De plus, cet ingrédient fournit une source de carbone
lentement assimilable et certains minéraux. Pour toutes ces bonnes
raisons, nous avons utilisé de l'extrait de levure dans le milieu Kirk, a
raison de 2 g/L. afin de conserver la balance en thiamine (1 mg/L)

dans le milieu.

Enfin, dG a la présence d'extrait de levure et de copeaux de bois

comme sources de carbone lentement assimilables dans le milieu, nous
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avons réduit la quantité de glucose dans le milieu de moitié dans le
milieu (0,5%).
Donc, aprés toutes ces modifications dans le milieu Kirk limitant en

azote, la nouvelle formulation du milieu devint la suivante (par litre):

Copeaux de bois 20 g
Glucose 2 g
KH,PO4 2 g
MgSOy4 05 g
CaCl, 0,1 g
(NHgy4); Tartrate 0,20 g
Tampon Na-Tartrate 25 mM
Extrait de levure 2 g
Alcool vératrylique 2,5 mM
Solution d'éléments de Kirk 70 mL
PEG 6000 25 g
[Mn2+] 11,15 ppm

Les conditions de cultures: pH= 4,5; Température=39°C; Agitation= 175
r.p.m., aération= 100% O, furent les mémes que celles raportées par

Kirk (Tien et Kirk, 1988).

Dés que nous avons obtenu les résultats de cette expérience (Fig. 7),
nous avons choisi de désigner ce milieu modifié de Kirk comme "milieu
standard" de cette étude, a partir duquel chacunes des modifications
effectuées (paramétres étudiés) ont été mentionnées dans cette

expérience et les expériences suivantes.



Fig. 7 : Effet de la concentration de glucose sur la
production de ligninases (milieu standard).
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2.2, Effet de différentes concentrations de glucose sur la

production de ligninases (milieu standard):

A partir du nouveau milieu formulé précédemment, contenant
0,5% de glucose, nous avons étudié la production de ligninases et avons
comparé aussi l'effet de diverses concentrations de glucose sur la
production de ligninases (Fig. 7). Les résultats furent déja trés
encourageants, puisque des activités ligninases encore plus élevées et
consistentes furent obtenues avec ce milieu par rapport a celles
obtenues avec le milieu Kirk modifié avec 2% de copeaux de bois. De
plus, des activités élevées de MnP, aussi bien que LiP ont été produites

avec ce nouveau milieu.

Des activités maximales de LiP et MnP de 0,610 U/mL et 0,900
U/mL ont été obtenues a une concentration de glucose de 0,5% aprés 7
et 8 jours de fermentation, respectivement (Fig. 7). Avec des
concentrations de glucose plus élevées que 0,5%, les activités des deux
types de ligninases (LiP et MnP) diminuérent considérablement. Avec
0,25% de glucose, des niveaux encore plus bas de ligninases furent
obtenus. En absence de glucose, la disparition dés le 5e jour
d'incubation d'activités ligninases fut plus rapide qu'a toute autre
concentration de glucose. Cependant, les activités maximales obtenues
en absence de glucose furent inférieures a celles obtenues a 0,5%. Cela
suggere qu'une concentration de glucose de 0% en présence de copeaux

de bois dans le milieu crée une limitation en carbone dés le début de

la fermentation, qui est responsable de l'apparition plus rapide de
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production de ligninases. Ces observations ont orienté nos recherches
pendant cette étude vers la mise au point d'un milieu que nous avons
appelé "milieu C-limitant”. C'est pourquoi, au cours de cette étude, un
milieu C-limitant fut établi a partir des résultats obtenus avec le
milieu standard, et comme pour le milieu standard, l'effet de divers
parameétres fut aussi étudié avec le milieu C-limitant pour la mise au

point d'un milieu et conditions optimales.

Il a déja été rapporté (Bonnarme et al.,, 1991) que l'utilisation du
glucose comme source de carbone permet de maintenir le métabolisme
primaire du fongus (croissance de biomasse mycéliale), mais du méme
coup, le glucose a un effet répresseur sur le métabolisme secondaire
(production de ligninases), et ce, jusqu'a son épuisement. Ce
phénoméne fut donc observé dans cette expérience par une apparition
retardée de l'activité ligninase lorsque le milieu était supplémenté en
glucose (Fig. 7). Cependant, une concentration de glucose de 0,5% a
permis l'obtention d'activités ligninases (LiP et MnP) supérieures 2
toute autre concentration é&tudiée. Cela indique qu'une quantité
suffisante de mycélium doit &€tre synthétis€ée durant la phase de
métabolisme primaire, pour affecter positivement la production de
ligninases durant le métabolisme secondaire: probablement que cela
permet une période de viabilit€ mycéliale plus longue et plus active
durant la phase de métabolisme secondaire de production de
ligninases, puisque Il'entrée en phase de métabolisme secondaire
correspond aussi au début de l'autocatabolisme de la biomasse

mycéliale,di a la production de protéases (Bonnarme et Jeffries, 1991).
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Pourquoi alors des concentrations de glucose supérieures & 0,5% n'ont
pas permis de produire des activités ligninase comparables ou plus

élevées?

A de tels niveaux de glucose dans le milieu, une grande quantité de
biomasse mycéliale synthétisée peut causer une déficience en azote
dans le milieu pour la biosynthése de protéines et enzymes (dont les
ligninases), puisqu'il faut rappeler que le milieu standard est un milieu
limitant en azote contenant 0,20 g/LL de diammonium tartrate. Donc, il
est évident et établi (Bonnarme et Jeffries, 1991) que le ratio
carbone/azote doit é&tre bien balancé pour combiner une croissance

mycéliale et une production de ligninases optimales.

2.3. Effet de la concentration de glycérol sur la production

de ligninases (milieu standard, sans glucose):

La production de ligninases en milieu de culture contenant du
glycérol comme seule source de carbone et d'énergie fut rapportée par
Asther et Corrieu (1987) avec une souche mutante de P.
chrysosporium (souche INA-12). Ce mutant de la souche parentale
(ATCC-24725), est génétiquement dé-réprimé pour la production de
ligninases en conditions non-limitantes en carbone et d'azote. Des
niveaux supérieurs d'activité ligninase (LiP) ont été rapportés avec

cette souche vs. notre souche parentale.
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Dans cette expérience, nous avons étudié l'effet de diverses
concentrations de glycérol (Fig. 8), et avons observé qu'une
augmentation de la concentration de glycérol résulte en une
diminution de 1'activité LiP (aucune activit¢t MnP n'a pu é&tre
détectable). L'activité maximale LiP (0,25 U/mL) obtenue a la faible
concentration de 0,25% de glycérol est trés faible comparativement 2a
celles obtenues avec des concentrations de glucose de 0,25 et 0,5%. Ces
résultats indiquent que le glycérol n'est pas une bonne source de
carbone pour la production de ligninases avec P. chrysosporium

(ATCC-24725).

2.4, Effet de différentes concentrations de Polyéthyléne-
glycol (PEG 6000) sur la production de ligninases

(milieu standard et C-limitant):

Il a déja été établi (Jager et al., 1985; Faison et Kirk, 1985) que
les surfactants ont un rdle important dans la production de ligninases
en cultures liquides agitées, méme si le mécanisme par lequel ils
stimulent la production de ligninases n'est pas encore clair. Dans une
production a grande échelle de ligninases en fermenteur
conventionnel a turbines de 42 litres, l'utilisation de polyéthyléne-
glycol 2000 a permis d'obtenir les meilleures activités LiP vs. d'autres
surfactants (Janshekar et Fiechter, 1988). Cela a orienté notre étude
vers l'utilisation de ce type de composé dans notre milieu de

fermentation. Premi&rement, nous avons étudié l'effet de diverses



Fig. 8 : Effet de la concentration de glycérol sur la production
de ligninases (milieu standard, 0% glucose).
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concentrations de PEG 6000 en milieu standard (Fig. 9), et plus tard, en
milieu carbone-limitant contenant une concentration de manganése

(IMn]) de 40 ppm (Fig. 10), afin d'établir sa concentration optimale.

L'activité ligninase maximale (LiP) fut observée a des
concentrations allant de 0,1% & 2,0% de PEG 6000 avec le milieu
standard, mais l'activité maximale de MnP fut observée seulement
avec des concentrations de 0,25% et 0,5% (Fig. 9). En absence de PEG
6000, une diminution significative d'activité pour les deux types de
ligninases a démontré l'importance de ['utilisation de cet additif dans

le milieu de culture pour une production optimale de ligninases.

Dans le milieu carbone-limitant (Fig. 10), les activités ligninases
(LiP et MnP) furent obtenues avec les concentrations de 0,25% et 0,5%
de PEG 6000. Cependant, dans ce milieu, les niveaux d'activité obtenus
furent plus élevés que ceux obtenus avec le milieu standard. L'activité
MnP fut augmentée de quatre fois en milieu C-limitant vs. en milieu
standard. La encore, il a été observé qu'en absence de PEG 6000,
l'activité LiP diminue considérablement, alors qu'aucune activité MnP

n'a pu étre observée.

A partir de ces résultats, nous pouvons déduire que la
concentration optimale de PEG 6000 est de 0,25% pour les deux types

de ligninases, et ce, pour le milieu standard et le milieu C-limitant,



Fig. 9 : Effet de la concentration de polyethylene-glycol (PEG 6000)
sur la production de ligninases (milieu standard).
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Fig. 10 : Effet de la concentration de polyethylene-glycol
(PEG 6000) sur la production de ligninases.
(milieu C-limitant, [Mn] = 40 ppm.).
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2.5. Effet des Tweens (surfactants) sur la production de

ligninases (milieu standard et C-limitant):

Dans cette expérience, nous avons comparé l'effet du PEG 6000
avec celui d'autres surfactants: Tween 80 et Tween 20. Les
concentrations de Tween 20 et Tween 80 utilisées (0,05%)
correspondent aux concentrations optimales rapportées dans la
littérature (Jdager et al., 1985), alors que celle de PEG 6000 (0,25%) est
la concentration optimale obtenue dans cette étude. Les résultats
présentés en figure 11 indiquent qu'en milieu standard, le PEG 6000
(0,25%) a permis l'obtention des activités ligninases les plus élevées,
tel qu'observé dans les résultats précédents (Fig. 9 et 10). Avec le
Tween 20, presqu'aucune activité ligninase fut détectée. Cependant, le
Tween 80 semble &tre aussi favorable que le PEG 6000, pour la
production d'activité LiP, mais pas favorable pour la production de

MnP.

Dans le milieu C-limitant (Fig. 12), les activités supérieures de
ligninases (LiP et MnP) furent obtenues de nouveau avec le PEG 6000.
Dans ce cas-ci, presqu'aucune activité ligninase fut obtenue avec le
Tween 80. Comme le Tween 20 n'a pas permis d'obtenir aucune
activité dans ces résultats (Fig. 11-12), il a donc été exclu dans les
expériences suivantes. Les mécanismes exactes par lesquels ces

surfactants peuvent augmenter la production de ligninases avec les



Fig. 11 : Effet de divers surfactants (concentrations optimales)
sur la production de ligninase (milieu standard).
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Fig. 12 : Effet de divers surfactants sur la production de
ligninases (milieu C-limitant, [Mn]= 40 ppm).
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fongus filamenteux (comme P. chrysosporium) n'est pas encore claire,
mais nous savons que ces composés ont un réle en commun: ils jouent
un rdle dans la physiologie des membranes, favorisant la fluidité et la
perméabilité (Reese et Maguire, 1969; Takao et al., 1984), et
pourraient aussi affecter le métabolisme cellulaire (Janshekar et
Fiechter, 1988). Aussi, la structure moléculaire du PEG 6000 est
importante a considérer, puisqu'elle est trés différente de la structure
des Tweens, donc il se pourrait qu'elle ait des propriété€s physico-
chimiques différentes dans la membrane cellulaire. 11 se pourrait aussi
que le PEG 6000 ait des effets sur le métabolisme cellulaire si ce

composé peut €tre métabolisable par le fongus.

2.6. Effet de la combinaison de surfactants et lipides (source
de carbone) sur la production de ligninases (milieu

standard sans glucose):

Asther et al. (1986) ont démontré avec la souche mutante P.
chrysosporium  (INA-12) que [Il'utilisation de Tween 80 (0,05%),
d'acide oléique (0,08%) seule ou émulsifiée (0,04%) avec Tween 80
(0,05%) peut affecter positivement la production de ligninases.
D'autres recherches (Schiesser et al., 1989) avec Pleurotus ostreatus
floridae ont aussi démontré un effet positif sur la ligninolyse et la
production de ligninases en ajoutant une petite quantité (0,1% a 0,5%)

d'huile de tournesol dans le milieu.
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Dans cette expérience, l'effet de I'huile d'arachides avec
différents surfactants fut étudié en milieu standard sans glucose (Fig.
13). Les résultats furent comparés avec ceux des surfactants utilisés

seuls ou en combinaison, comme suit:

PEG 6000 (0,25%); Tween 80 (0,05%); PEG 6000 (0,25%) + huile
d'arachides (0,35%); Tween (0,05%) + huile d'arachides (0,35%); et PEG
6000 (0,25%) + Tween 80 (0,05%).

Les résultats présentés en figure 13 indiquent que les activités
ligninases les plus élevées furent obtenues en utilisant le mélange de
PEG 6000 et d'huile d'arachides, suivi par le PEG 6000 utilisé seul. Il
n'y avait pratiquement aucune activité LiP détectable en utilisant
Tween 80, mais l'activité MnP fut cependant prés des meilleures
valeurs obtenues. L'effet presqu'inverse fut obtenu avec le mélange de
Tween 80 et d'huile d'arachides (aucune activité MnP, mais activité

LiP significative).

Une turbidité blanchitre fut observée dans les milieux contenant
de I'huile d'arachides ou du Tween 80 seuls ou mélangés. Le Tween 80
est composé de triglycérides et de diglycérides contenant
principalement de l'acide linoléique comme acide gras, et l'apparition
de turbidité blanchétre dans les premiers jours de fermentation en
présence de ces composés pourrait €tre probablement diie a une
déesterification des glycérides, libérant des acides gras qui peuvent

étre émulsifiées avec des protéines fongiques, formant une turbitité



Fig.13 : Effet de la combinason de divers surfactants et lipides sur
la production de ligninases (milieu standard, 0% glucose).
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blanchitre dans le milieu. Dans cette expérience, le glucose n'a pas été
utilisé, ce qui aurait stimulé le métabolisme de l'huile, comme source
de carbone la plus facilement disponible dans le milieu, mais
contrairement au glucose, I'huile ne semble pas avoir d'effet répressif
sur le métabolisme secondaire, tel qu'observé par une apparition
hative d'activités ligninases élevées. Il semble plutét que I'huile
stimule le métabolisme secondaire de la biodégradation oxydative de
la lignine et de la production de ligninases, puisque le métabolisme des
lipides est aussi un métabolisme oxydatif. Schiesser et al. (1989) ont
rapporté avec Pleurotus ostreatus floridae que la présence d'huile de
tournesol favorise le rendement de biomasse, Il'activité laccase, ainsi
que la biodégradation de la lignine, alors que le syst¢me d'enzymes
cellulolytiques est moins actif et pas complétement exprimé dans ces

conditions.

Donc nous pouvons conclure de cette expérience que la
combinaison de PEG 6000 (0,25%) avec une source de lipides (huile
d'arachides, 0,35%) en absence de glucose sont des conditions
permettant une production de LiP supérieure a celles obtenues en
milieu standard. Ces conditions ont été utilisées plus tard dans notre

milieu C-limitant.
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2.7. Effet de différentes sources de lipides (0,35%) sur la
production de ligninases (Milieu C-limitant, [Mn]= 11,1

ppm):

Il a été rapporté par Asther et al. (1988 a,b) avec le mutant INA-
12 de P. chrysosporium que la supplémentation du milieu avec des
huiles riches en acide oléique (un acide gras C18:1 monoinsaturé)

résulte en une augmentation de l'activité ligninase (LiP).

Dans cette expérience (Fig. 14), nous avons comparé l'effet d'une
huile contenant une grande proportion d'acide oléique (huile d'olive)
avec une huile contenant une grande proportion d'acide linoléique
(huile d'arachides), et l'huile de canola contenant 93% d'acides gras
insaturés dont les deux tiers sont monoinsaturés et ['autre tiers est
polyinsaturé. D'aprés les résultats obtenus, il est possible qu'une
combinaison d'acides gras telle que celle présente dans l'huile de
canola est plus favorable pour la production de ligninases que les

autres huiles utilisées.

Les résultats indiquent une augmentation d'activité LiP (aucune
activité MnP ne fut détectable) en présence de chaque type d'huile,
comparativement au témoin sans huile (Fig. 14). Le maximum
d'activité LiP fut obtenu avec l'huile de canola et le profil d'activité LiP
fut comparable pour les deux autres types d'huiles. Cependant, la
stabilité¢ des enzymes semble étre diminuée en présence d'huiles, tel

qu'observé par une diminution rapide des activités avec chaque type



Fig. 14 : Effet de divers types d'huiles (0,35%) sur la
production de ligninases ( milieu C-limitant).
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d'huile utilisé. Ces résultats sont intéressants, puisque I'huile de canola
est moins coliteux que les autres huiles comparées et permet une

production supérieure en LiP.

2.8. Effet de différentes concentrations d'huile de canola sur

la production de ligninases (Milieu C-limitant, [Mn]= 40

ppm):

Comme 1'huile de canola s'est avérée plus favorable que les
autres huiles pour la production de ligninases en milieu C-limitant (Fig.
14), nous avons donc considéré nécessaire d'étudier l'effet de Ia

concentration de cette huile végétale sur la production de ligninases.

Les résultats présentés en figure 15 indiquent qu'une
concentration de 0,15% et 0,35% d'huile de canola permettent la
production d'activités LiP maximales comparables, alors que des
concentrations de 0,35% et 0,5% permettent l'obtention de niveaux
maximaux et comparables d'activité MnP. Globalement, les résultats
indiquent donc que 0,35% d'huile de canola est la concentration
optimale puisque elle permet l'obtention d'activités maximales pour

les deux types de ligninases.



Fig. 15 : Effet de la concentration d’huile de canola (%) sur la
production de ligninases (milieu C-limitant, [Mn] = 40 ppm)
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2.9. Effet de différentes concentrations de copeaux de bois

sur la production de ligninases (milieu standard):

L'utilisation de lignocelluloses pour la production de ligninases
avec P. chrysosporium a été rapportée dans trés peu d'études (Leisola
et al.,, 1985; Tran et Chambers, 1987; Boyle et al.,, 1992), et parmi
celles-ci, aucune ne rapporte spécifiquement l'utilisation de copeaux
de bois. Les lignocelluloses sont les sources de carbone renouvelables
les plus abondantes et les moins dispendieuses dans la nature, et
I'utilisation de tels substrats pour diverses applications dont la
production de ligninases serait une bonne approche pour réduire les
coiits de production de ces enzymes. C'est pourquoi le but principal de
ce projet de recherche fut d'établir les conditions optimales pour la
production de ligninases en utilisant une matiére lignocellulosique
comme les copeaux de bois. Les premiéres expériences ont révélé que
I'addition de copeaux de bois dans le milieu favorisent la production
de ligninases. Donc, il était nécéssaire de déterminer la concentration

optimale de copeaux de bois dans le milieu.

Les résultats obtenus dans cette expérience ont clairement
indiqué que seulement en présence de copeaux de bois, la production
de ligninases est observée dans notre milieu standard (Fig. 16). La
production de LiP fut comparable & 1% et 2% de copeaux de bois, mais
seulement a 2% de copeaux de bois, nous avons observé une
progression consistente et soutenue de l'activité MnP, et celle-ci fut

plus élevée qu'a 1% de copeaux de bois ol seulement aprés 9 jours de



Fig. 16 : Effet de la concentration de copeaux de bois sur
la production de ligninases (milieu standard).
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fermentation, une activité comparable fut observée. Dans cette
expérience, il n'était pas possible d'utiliser une concentration de

copeaux de bois de 3%, dii a des problémes d'agitation.

La plupart des études rapportées & ce jour utilisaient le glucose
comme seule source de carbone et d'énergie. Cependant, les niveaux de
ligninases obtenus dans de telles conditions étaient plut6t modestes
comparativement avec ceux obtenus avec notre milieu standard a base

de copeaux de bois.

En absence de copeaux de bois, nous avons toutefois observé une
production de ligninases dans les milieux rapportés par Jeffries (Perez
et Jeffries, 1992) et Kirk (Tien et Kirk, 1988), contenant 1% de glucose,
mais les niveaux d'activités obtenues furent généralement bas et il y
avait un manque de consistence (reproductibilité) dans les résultats
obtenus. Or, les avantages du milieu standard a base de copeaux de
bois sont les bonnes activités ligninases qui sont obtenues, et une
meilleure consistence dans les activités obtenues dans chaque flacon

de chaque triplicata utilisé pour chaque valeur d'activité obtenue.

La présence de lignine dans le bois et la différente morphologie
du fongus observée en milieu a2 base de copeaux de bois (sous forme
de suspension mycéliale plutét qu'en pelotes mycéliales) serait
responsable, pour certaines raisons physiologiques, de l'augmentation
de la production de ligninases. De plus, la solubilisation physique ou

dégradation enzymatique de la lignine de ces copeaux de bois dans le
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milieu pourrait avoir un effet inducteur sur la production de

ligninases.

2.10. Effet de différentes tailles de copeaux de bois sur la

production de ligninases dans diverses conditions:

Les expériences sur I'étude de l'effet de la taille des particules de
bois furent effectuées dans le but d'établir s'il existe une taille
optimale pour la production de ligninases et si oui, quelle est la taille
optimale, et ce, sous différentes conditions de concentration en

carbone et d'azote.

Dans ces expériences (Fig. 17, 18, 19), les copeaux de bois
standard sont un mélange de particules de bois de tailles variant
majoritairement (a3 90% du poids total) entre 5 et 2,5 mesh, les
particules de tailles de 10 & 20 mesh formant seulement 10% du poids
total. Pour obtenir différentes tailles de particules de bois, des copeaux
de bois standard furent séparés, a l'aide de tamis, en particules de 10
mesh, 5 mesh, et 2,5 mesh. Des particules d'une taille de 20 mesh

furent obtenus par mouture a l'aide d'un moulin Wiley.

Les résultats indiquent que généralement, dans chaque milieu
étudié (Fig. 17-19), les tailles de copeaux de bois variant entre 10
mesh 2a des tailles plus grandes (5 mesh, 2,5 mesh et copeaux
standard) ont permis de produire des activités LiP variant entre 0,3 a

environ 0,6 U/mL, alors qu'avec une taille de 20 mesh, il n'y avait



Fig. 17 : Effet de la taille des copeaux de bois (mesh) sur la
production de ligninases (milieu standard).

0.7+

o
o
el L. J_l 1 Aol

A

ACTIVITE LiP (U/mL)
o o o
s 1 lwl ' 1 L I#l 1 1 1 Im

o
(V)
o J i

o
-
]

TEMPS D'INCUBATION (JOURS)

- - e - . Copeaux de 20 mesh
- - ¢ - — Copeaux de10 mesh
....... A Copeaux de 5 mesh
— - — Copeaux de 2,5 mesh

Copeaux de bois
—k—— standard (mélange de
toutes les tailles)

(marge d'erreur= 9,7%)



Fig. 18 : Effet de la taille des copeaux de bois (mesh) sur la
production de ligninases (milieu standard, 0% glucose).
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Fig. 19 : Effet de la taille des copeaux de bois (mesh) sur la
production de ligninases (milieu standard,
0.25% glucose, 0.66g/L diammonium tartrate).
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pratiquement aucune activité LiP dans presque tous les milieux
étudiés. Les activités LiP maximales furent obtenues avec des
particules de bois de 5 mesh dans presque tous les milieux étudiés,
excepté dans le milieu standard sans glucose, ol presque les mémes
activités maximales de LiP furent obtenues avec 5 mesh, 2,5 mesh et
les copeaux de bois standard. Dans le milieu standard modifié (0,25%
glucose, 0,66 g/l (NHg),Tartrate) (Fig. 19), un délai de 4 jours dans
I'apparition d'activité LiP fut observé, ce qui s'explique par un délai
dans l'apparition du métabolisme secondaire (limitation en azote) di a
la présence d'un surplus d'azote founi par le diammonium tartrate par

rapport aux conditions standard. (L'activité MnP n'était pas détectable

dans ces expériences).

Ces résultats indiquent qu'a des tailles de particules de bois de
20 mesh, aucune production de ligninases n'est possible. Une
explication tangible de l'absence de production de ligninases avec des
particules de bois de 20 mesh (bois moulu) est la suivante: lorsque les
particules de bois sont si fines, la cellulose du bois devient plus
facilement disponible pour les cellulases, et peut donc étre assimilable
comme source de carbone. Dans de telles conditions, la disponibilité
des hydrates de carbone fournis par le bois moulu ne créent plus de
limitation en carbone nécessaire pour l'induction du métabolisme
secondaire de production de ligninases, mais stimule plutét le
métabolisme primaire de croissance active du fongus, tel qu'observé
par une texture épaisse du milieu, et des changements importants de

pH, dus a une croissance active de biomasse mycéliale dans le milieu.
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Donc, le bois moulu a favorisé le maintien du métabolisme primaire
sur les polysaccharides du bois, et a réprimé le métabolisme

secondaire, donc aucune production de ligninase ne fut observée.

2.11. Effet de diverses sources d'azote organique sur Ia

production de ligninases (milieu standard):

Aprés le carbone et l'oxygene, l'azote est le troisieme élément
cellulaire le plus abondant (en matieére séche). Conséquemment, la
source d'azote est généralement la substance la plus abondante dans le
milieu de fermentation aprés la source de carbone. Les sources d'azote
sont métabolisées par les microorganismes pour fournir cet élément
(I'azote) pour les biosynthéses anaboliques en substances cellulaires
azotées telles que les acides aminés, pyrimidines, et leurs polymeéres
(protéines, ARN, ADN). Comme pour les sources de carbone, les sources
d'azote peuvent aussi €tre utilisées par certains microorganismes pour
générer de 1'énergie métabolique. Puisque les acides aminés et les
bases azotées contiennent du carbone et de l'azote, ils peuvent
occasionnellement é&tre fournis comme seule source de carbone,
d'azote, et d'énergie. Plusieurs fermentations commerciales utilisent
des sources complexes d'azote organique, qui sont habituellement des
sous-produits d'industries agricoles et de transformation des aliments.
Ces matiéres sont moins dispendieuses que les sources pures d'azote
organique utilisées en milieux synthétiques, et peuvent fournir une
variété de vitamines, minéraux, et facteurs de croissance. Les

fermentations industrielles sont généralement plus rapides et efficaces
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lorsque ces ingrédients sont utilisés puisqu'ils diminuent le nombre de
composés qu'autrement les cellules auraient a synthétiser de novo.
Comme les hydrates de carbone, la disponibilité des sources d'azote
organique doit é&tre considérée en plus de la quantité d'azote
nécessaire dans le milieu de fermentation. Les protéines, par exemple,
peuvent seulement étre assimilées par des microorganismes qui
sécrétent des protéases extracellulaires pouvant hydrolyser
enzymatiquement les protéines en acides aminés. Les microorganismes
dépourvus de cette propriété ont besoin d'hydrolysats protéiques, de

peptones, ou de digestats composés d'acides aminés libres (Traders

Protein Co., 1988).

A notre connaissance, aucune €tude antérieure sur la production
de ligninases avec P. chrysosporium n'a été réalisée pour évaluer
I'effet de différentes sources d'azote organique. Donc, cette expérience
fut effectuée dans le but d'évaluer l'effet de diverses sources d'azote
organique: Extrait de levure, extrait de boeuf, protéose peptone
(hydrolysat de viande), soytone (hydrolysat de protéines de soya),
caséine, casamino acids (hydrolysat acide de caséine), farine de soya,
et germe de blé. L'hypothése derriere cette €tude est que les sources
complexes d'azote organique peuvent agir comme des sources de
nutriments lentement assimilables qui permettent de maintenir des
conditions limitantes en azote (et en carbone) nécessaires pour que P.
chrysosporium entre en phase de métabolisme secondaire de

production de ligninases, mais aussi pour stimuler le métabolisme
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secondaire en fournissant les acides aminés essentiels, et bases

azotées, comme sources d'énergie et pour la synthése protéique.

Dans une premiére expérience, nous avons étudié l'effet de
diverses concentrations de la source d'azote organique la plus
communément utilisée en laboratoire: l'extrait de levure (Fig. 20). Les
résultats indiquent que des concentrations de 0,3 et 0,2% d'extrait de
levure dans le milieu standard ont donné respectivement des niveaux
maxima d'activité LiP et MnP. A une concentration de 0,4% d'extrait de
levure, une diminution dramatique d'activités ligninases (LiP et MnP)

fut observée.

Ces résultats suggeérent qu'une concentration de 0,2 a 0,3%
d'extrait de levure est une limite de concentration optimale a utiliser
en milieu standard. Une concentration excessive d'extrait de levure
pourrait étre délétere pour le fongus, di & la présence excessive de
facteurs de croissance (vitamines) et d'acides aminés dans le milieu,
qui sont probablement responsables de la suppression du métabolisme
secondaire, d'ou la diminution d'activités ligninases a une

concentration de 0,4%.

Dans une seconde expérience, nous avons étudié l'effet de
diverses sources d'azote organique: extrait de levure, extrait de boeuf,
soytone (hydrolysat de protéines de soya), protéose peptone
(hydrolysat de viande), casamino acids (hydrolysat acide de caséine),

farine de soya et germe de blé, dans le milieu standard (sans extrait



Fig.20 : Effet de la concentration d'extrait de levure sur la

08 production de ligninases (milieu standard).
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de levure). Tous ces ingrédients sont de qualité laboratoire, excepté la

farine de soya et le germe de blé.

Les résultats (Fig. 21) peuvent é&tre interprétés comme suit, pour
chaque source d'azote organique:
Pour la production de LiP, les activit€és maximales obtenues furent
dans l'ordre décroissant suivant: casamino acids >/= extrait de levure >
caséine > soytone > extrait de boeuf > peptone > germe de blé > farine
de soya > témoin sans source d'azote organique. Les productivités
relatives (activités LiP maximales par jour d'incubation) furent dans
I'ordre décroissant suivant: casamino acids >/= extrait de levure >
soytone > extrait de boeuf > casé€ine >/= peptone > germe de blé > farine
de soya > témoin sans source d'azote.
Pour la production de MnP, les activités maximales furent obtenues
dans l'ordre décroissant suivant: extrait de boeuf > extrait de levure
> casamino acids > peptone, soytone > cas€ine. Aucune activité MnP
fut obtenue avec la farine de soya, le germe de blé, et le témoin sans
source d'azote. Aussi, les productivités relatives (activités MnP
maximales par jour d'incubation) sont dans I'ordre décroissant suivant:
extrait de levure, extrait de boeuf > casamino acids > soytone, peptone
> caséine > germe de blé, farine de soya, et témoin sans source d'azote

organique.

Ces résultats indiquent que la meilleure source d'azote organique
pour la production des deux types de ligninases est l'extrait de levure.

Cependant, le casamino acids semble aussi bon pour la production de



Fig. 21 : Effet de diverses sources d'azote organique (concentrations
optimales) sur la production de ligninases (milieu standard)
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LiP, alors que l'extrait de boeuf donne une meilleure production de
MnP. En général, on observe que les extraits (extrait de levure, extrait
de boeuf) et le casamino acids sont de bonnes sources s'azote
organique pour la production d'activités élevées en ligninases, suivies
de prés par des hydrolysats (soytone, peptone) et la caséine,
permettant d'obtenir des activités légérement moindres. La principale
différence dans la composition de certaines de ces sources est dans la
farine de soya contenant de l'amidon, et le germe de blé contenant des
fibres de lignocelluloses, ce qui signifie que ces sources peuvent étre
utilisées comme sources de carbone par le fongus, d'oll la suppression
de la production de ligninases jusqu'a ce que ces substrats soient
épuisés, tel qu'observé par une apparition faible et tardive des

I'activités ligninases.

Si nous comparons maintenant le coiit des ingrédients, nous
aurions l'ordre suivant du colit des ingrédients, a partir du plus
dispendieux:

Extrait de boeuf > extrait de levure > peptone > soytone > casamino
acids > farine de soya > cas€éine > germe de blé. Cela signifie que les
sources permettant ['obtention des meilleures activités ligninases (les
extraits) sont aussi les plus dispendieuses. Néanmoins, méme si
I'extrait de levure et l'extrait de boeuf sont les sources les plus
dispendieuses, l'objectif de cette étude d'optimisation était plutdt
orienté sur la mise au point des conditions qui favorisent au maximum
la production de ligninases plutét que sur les aspects économiques de

la production (rentabilité).
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Donc, on peut conclure que l'extrait de levure est la meilleure
source d'azote organique pour la production optimale (maximale) de
ligninases. La composition protéique et d'acides aminés des sources
d'azote organique (particulierement les extraits) sont des sources de
nutriments lentement assimilables. C'est pourquoi ils n'interférent pas
avec le métabolisme secondaire, mais le favorisent plutét, di a la
présence de précurseurs directs pour la synthése protéique
(ligninases). La supplémentation du milieu avec de telles sources
pourrait aussi avoir un rdle protecteur sur les ligninases. Il a déja été
rapporté (Bonnarme et Jeffries, 1992) que l'entrée en phase de
métabolisme secondaire par P. chrysosporium est accompagnée par
une production de protéases fongiques (et d'autocatabolisme) lorsque
les sources de carbone et d'azote sont épuisées. Donc, en
supplémentant le milieu avec certaines sources d'azote organique, la
production de protéases pourrait €tre réprimée et les protéines (de la
source d'azote) en suspension dans le milieu pourraient agir comme

molécules-bouclier entourant et protégeant les ligninases des risques

de protéolyse.

2.12. Effet de différentes concentrations d'azote inorganique
(diammonium tartrate) sur la production de ligninases
(milieu standard, [glucose] variable, avec ou sans extrait

de levure):

Dans cette expérience, nous avons étudié l'effet de diverses

combinaisons et concentrations de la source d'azote inorganique
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(diammonium tartrate) et de la source de carbone (glucose), avec ou

sans la source d'azote organique (extrait de levure), come suit:

i) Milieu standard, +/- extrait de levure, 0% glucose (Fig. 22);

ii) Milieu standard, +/- extrait de levure, 0,5% glucose (Fig. 23),

ou l'effet de diverses concentrations de diammonium tartrate (0,20 et
0,66 et 1,00 g/L) en présence ou en absence de 2 g/L. d'extrait de
levure furent comparés afin de déterminer la combinaison optimale
entre ces trois composantes nutritionnelles pour la production de

ligninases.

Nous avons observé que toutes les concentrations de
diammonium tartrate utilisées ont été a peu prés aussi bonnes pour la
production des ligninases lorsque l'extrait de levure fut ajouté dans le
milieu avec ou sans 0,5% de glucose. Ce fut aussi le cas pour la
production de LiP lorsque l'extrait de levure était absent dans le
milieu sans glucose. Ces observations indiquent que dans des
conditions limitantes ou peu élevées en glucose (0% et 0,5%), l'effet des
concentrations étudiées en azote libre dans le milieu affecte peu la
production de ligninases. Cependant, 0,20 g/L de diammonium tartrate
avec extrait de levure semble étre une combinaison optimale pour la
production des deux types de ligninases en absence ou présence de

0,5% glucose.

Seulement en présence d'extrait de levure, l'activité MnP fut

observée, et elle fut un peu plus élevée en absence de glucose (Fig.



Fig. 22 : Effet de la concentration en azote Inorganique (diammonium tartrate)
et de I'extrait de levure (2 g/L) sur la production de ligninases
(milieu standard, 0% glucose).
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Fig. 23 : Effet de la concentration en azote inorganique (diammonium
tartrate) et de I'extrait de levure (2 g/L) sur la production de
ligninases (milieu standard, 0.5% glucose).
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22). De plus, les activités LiP sont maintenues plus longtemps en
présence d'extrait de levure lorsqu'il n'y a pas de glucose ajouté,
suggérant que l'extrait de levure permet un support de viabilité du
fongus et pourrait avoir un rdle protecteur sur la stabilit¢é ou encore
contre la protéolyse des ligninases dans des conditions limitantes en

carbone.

En présence de glucose (0,5%), on observe que l'apparition
d'activité ligninase fut retardée dd 2a une période prolongée de
métabolisme primaire, jusqu'd épuisement du glucose. L'activit¢ MnP
est apparue tres tardivement (7 jours) et ensuite, un déclin abrupte de

I'activité MnP s'ensuit, avec le milieu glucosé a 0,5% (Fig. 23).

Nous pouvons donc conclure de ces résultats qu'a partir du
milieu standard avec 0,5% glucose, des conditions plus limitantes en
carbone (0% glucose) permettent d'obtenir des activités ligninases
comparables avec l'avantage d'une plus grande rapidité de Ila
production (productivité), ainsi qu'une moins grande demande en
azote inorganique et/ou organique pour l'obtention de niveaux
comparables ou supérieurs de production de ligninases, ce qui est plus

aventageux pour en vue d'une production optimale de ligninases.
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2.13. Effet de la concentration de diammonium tartrate sur
la production de ligninases (milieu C-limitant, [Mn]=

40 ppm):

Les résultats présentés en figure 24 montrent l'effet de diverses
concentrations de diammonium tartrate sur la production de ligninases
avec le milieu C-limitant contenant 40 ppm de Mn2+, Les activités LiP
obtenues ici furent 2 fois supérieures a celles obtenues en figure 22
sous des conditions & peu prés similaires (i.e. milieu standard sans
glucose) pour toutes les concentrations de diammonium tartrate. De
plus, les activités MnP ont augmenté d'environ 10 fois avec 0,66 et
1,00 g/l de diammonium tartrate, comparativement a celles obtenues
sous des conditions similaires avec seulement 11,1 ppm Mn2+ (Fig. 22).
Donc, nous pouvons conclure dans cette expérience que le niveau
optimal de diammonium tartrate en milieu C-limitant avec 40 ppm de

Mn2+ est de 0,66 g/L.

2.14. Effet de 1'eau de robinet et des éléments de trace sur

la production de ligninases (milieu standard):

Il a été établi par Kirk et al. (1988) qu'un excés de six fois (6x10
mL) la quantité basale (10 mL) d'une solution d'éléments de trace de
Kirk par litre de milieu doit étre utilisé pour obtenir une augmentation
significative de la production de ligninases. Dans une étude de

production a grande échelle de ligninases, Janshekar et Fiechter (1988)



Fig. 24 : Effet de la concentration de diammonium tartrate sur la
production de ligninases (milieu C-limitant, [Mn] = 40 ppm).
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ont rapporté des rendements élevés de ligninases en utilisant l'eau de
robinet comme source d'éléments de trace. Dans cette expérience, nous
avons voulu déterminer si l'utilisation de notre eau de robinet comme
source de minéraux peut remplacer les besoins nutritionnels fournis
par la solution d'éléments de trace de Kirk pour la production de

ligninases (Fig. 25).

Les résultats ont indiqué que la substitution de la solution
d'éléments de trace (70 mL de solution d'éléments de trace de Kirk)
par l'eau de robinet dans le milieu standard a permis d'obtenir des
activités LiP légérement supériecures, mais les niveaux d'activit¢ MnP
sont demeurés faibles. Les faibles activités MnP peuvent étres
explicables par une concentration plus faible en ions Mn2+ dans I'eau
de robinet. Les résultats suggérent que l'utilisation de l'eau de robinet
peut é&tre une alternative intéressante pour remplacer la solution
définie d'éléments de trace, pourvu que celle-ci soit supplémentée en
Mn2+ pour optimiser la production de MnP. Cependant, ne connaissant
pas la composition des minéraux dans notre eau de robinet, nous
avons plutdét opté pour l'utilisation de la solution définie d'éléments de

trace.



Fig. 25 : Effet de I'eau du robinet comme source d'éléments de trace
pour la production de ligninases (milieu standard).
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2.15. Effet de différentes concentrations en ion manganése
(Mn2+) sur la production de ligninases

(milieu standard et C-limitant):

L'effet de la concentration de l'ion mangang&se sur la production
de ligninases est bien documenté (Kirk et al.,, 1985; Bonnarme et
Jeffries, 1990; Perez et Jeffries, 1992). Il est bien é&tabli qu'une
concentration élevée de manganése (40 ppm) dans le milieu a un effet
stimulateur (inducteur) pour l'activité MnP, mais inhibiteur
(répresseur) pour la production d'activité LiP. Inversement, a une
concentration faible (0,3 ppm), la production de MnP est inhibée, et
l'activité LiP est alors dé-réprimée. Il a aussi €té établi que le niveau
de Mn2+ pour la production optimale d'activité MnP est 40 ppm et 0,3
a 11,1 ppm dans le cas de LiP. Dans cette expérience, nous avons
étudié l'effet de concentrations faibles (0,3 ppm), normales (11,1 ppm)

et élevées (40 ppm) en ion Mn2+ en milieu standard (Fig. 26) ainsi

qu'en milieu C-limitant (Fig. 27).

En milieu standard, les résultats indiquent que 40 ppm de Mn2+
ont permis de produire des activités MnP légérement supérieures a
celles obtenues a 11,1 ppm. Cependant, 3 0,3 ppm, aucune activité
MnP fut observée. L'activité LiP fut maximale a 11,1 ppm Mn2+, et

légérement plus faible a 0,3 et 40 ppm (Fig. 26).



Fig. 26: Effet de la concentration de I'ion manganése sur la
production de ligninases (milieu standard).
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Fig. 27 : Effet de la concentration de I'ion manganese sur la
production de ligninases (milieu C-limitant).
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En milieu C-limitant, les résultats ont indiqué que 40 ppm de Mn2+
permettent de produire des niveaux maximaux de LiP et MnP. A 11,1
ppm, la production de LiP fut diminuée, mais celle de MnP est
demeurée presque inchangée. Finallement, 3 0,3 ppm, aucune activité
détectable de MnP n'a eu lieu, et l'activité LiP fut diminuée de fagon

significative (Fig. 27).

Ces résultats supportent l'effet positif déja établi de Mn2+ sur la
production de MnP. Cependant, ces résultats sont entierement
contradictoires avec l'effet répressif établi 4 concentration élevée en
Mn2+, La nature trés différente du milieu utilisé ici (présence de
copeaux de bois, extrait de levure, et PEG 6000) comparativement aux
milieux rapportés pour l'étude de l'effet de la concentration de Mn2+
peut étre responsable de ces résultats imprévus. Mais la raison exacte
n'est pas claire. Cependant, nous pouvons conclure de ces résultats
qu'en milieu standard, une concentration de 11,1 ppm de Mn2+ peut
permettre une production optimale de LiP, et en milieu C-limitant, 40

ppm de Mn2+ peut permettre une production optimale de LiP et MnP.

2.16. Effet de différentes concentrations en alcool
vératrylique sur la production de ligninases

(milieu standard et C-limitant):

L'alcool vératrylique est un monomeére dérivé de la lignine et
aussi un métabolite secondaire naturel de P. chrysosporium, et est

communément utilisé comme inducteur dans la majorité des milieux
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rapportés pour la production de ligninases avec P. chrysosporium. Il a
été établi que l'alcool vératrylique est impliqué non seulement dans
l'induction de la production de ligninases, mais aussi dans la
biodégradation de la lignine, et dans la stabilit€ catalytique des
ligninases. Une concentration de 2,5 mM de ce composé a été utilisée
dans la plupart des milieux rapportés (Bonarme et Jeffries, 1990) pour
les études de production de ligninases. Leisola et al. (1985) a
déterminé que 1-2 mM d'alcool vératrylique est le niveau optimal de

concentrations.

Dans cette expérience, nous avons ¢étudié Il'effet de diverses
concentrations d'alcool vératrylique sur la production de ligninases en
milieu standard (Fig. 28). Les résultats ont révélé que dans ce milieu,
les niveaux maximaux des deux types de ligninases furent obtenus
avec 2,5 mM d'alcool vératrylique. Méme en absence de cet inducteur,
des niveaux significatifs de ligninases furent produits. En milieu
standard, nous avons observé une relation parallele entre les profils
d'activité LiP obtenus aux différentes concentrations d'inducteur
étudiées. Cependant, les profils de production de MnP furent presque

identiques a 0 et 0,4 mM d'inducteur.

Ces résultats montrent que la production de LiP est plus affectée
par la concentration d'alcool vératrylique que MnP. Aussi, les activités
ligninase significatives observées en absence d'inducteur en milieu

standard démontrent que cet additif n'est pas essentiel pour la



Fig. 28 : Effet de la concentration en alcool vératrylique sur la
production de ligninases (milieu standard).
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production de ligninases dans un tel milieu, probablement a cause
d'une production intrinseque de ce métabolite secondaire par le

fongus.

On peut donc conclure de ces résultats qu'une concentration de
2,5 mM d'alcool vératrylique semble étre optimale pour la production

des deux types de ligninases en milieu standard.

2.17. Effet de diverses préparations de lignines
commerciales sur la production de ligninases

(milieu standard):

Le but de cette expérience (Fig. 29) fut d'observer s'il est aussi
possible d'augmenter (induire) la production de ligninases en
remplagant 1'alcool vératrylique par des préparations de lignines
commerciales (lignosol) qui sont beaucoup moins dispendieuses que
I'alcool vératrylique. Ces préparations peuvent contenir des mélanges
utiles de certains dilignols ou oligolignols pouvant potentiellement

induire la production de ligninases.

Les résultats indiquent que la supplémentation de milieu avec
lignosol (sous forme solide ou liquide) a supprimé la production de LiP.
Cependant, le lignosol diminue légérement la production de MnP vs.
2,5 mM d'alcool vératrylique. Deux raisons majeures peuvent

expliquer pourquoi la production de LiP n'a pas eu lieu en présence de



Fig. 29 : Effet de I'addition de lignine (lignosol) sur la
production de ligninases (milieu standard).
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lignosol: d'abord, la composition exacte du lignosol n'est pas définie, et
il est possible que certains composés qui y sont présents peuvent étres
inhibiteurs ou répresseurs de LiP. Ensuite, la coloration brune obtenue
dans le milieu lorsque les lignosols furent utilisés aurait pu interférer
dans l'essai de LiP, parce que celui-ci est effectué a une longueur
d'onde de la région ultra-violet du spectre (310 nm), alors qu'aucun

effet de cette coloration ne fut observé pour l'essai de MnP.

2.18. Effet de diverses formes et diverses concentrations
d'inoculum sur la production de ligninases

(milieu standard et C-limitant):

Dans les études antéricures de production de ligninases avec P.
chrysosporium, diverses concentrations et de types d'inoculum
(conidiospores, broyats mycéliaux et pelotes mycéliales) furent
utilisés. Nous considérons que les conditions d'inoculum peuvent étre
d'importants parameétres pouvant affecter le coidt du procédé et la

production de ligninases.

L'inoculum mycélial fut utilis€ & une concentration de poids sec
moyen de 1,65% (p/v), et fut ajouté dans le milieu, formant 10% (v/v)
du milieu liquide. Avec le type d'inoculum sous forme de broyat
mycélial en milieu standard (Fig. 30), des niveaux maximaux d'activité
LiP furent obtenus & des concentrations de poids sec de 0,83% (p/v) et
1,65% (p/v) (conc. std.), alors que pour l'activité MnP, ce fut & 1,63%

(p/v) et 2,09 (p/v). Cependant, & la concentration la plus élevée en



Fig. 30 : Effet de la concentration (%p/v poids sec)
d'inoculum mycélial (broyat) (milieu standard).
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inoculum (3,18%) (p/v), une diminution significative d'activités
ligninases (LiP et MnP) fut obtenue. La quantité excessive de biomasse
mycéliale provenant de Il'inoculum aurait pu servir de source
nutritionelle riche en carbone et azote, ce qui aurait supprimé le
métabolisme secondaire de production de ligninases. Donc 10% (v/v)
du milieu constitué d'inoculum de broyat mycélial 2 des concentrations
(en % poids sec) de 0,83% a 1,65% serait un domaine de concentrations

optimales pour la production de ligninases.

Pour le milieu C-limitant (Fig. 31), une concentration d'inoculum
sous forme de broyat mycélial de poids sec de 0,85% (p/v) et 1,65%
(p/v) (concentration std.) n'a pas affecté la production de MnP.
Cependant, la production de LiP est légerement plus élevée a la
concentration d'inoculum de 1,65% (p/v). Donc, ces résultats suggérent
que le milieu carbone-limitant nécessite une plus grande quantité
d'inoculum pour une production optimale et comparable de ligninases
LiP. Cependant, 2 des concentrations comparables d'inoculum, le milieu
C-limitant permet de produire des activités MnP beaucoup supérieures

au milieu standard.

Le type d'inoculum sous forme de spores (Fig. 32), fut aussi
utilis€ a raison de 10% (v/v) du milieu, a différentes concentrations
(exprimées en nombre final de spores/L milieu). Les résultats ont
montré qu'une concentration maximale de 4,8x108 spores/L de milieu
a permis d'obtenir un maximum d'activités ligninases (LiP et MnP)

qu'aux autres concentrations de spores utilisées.



Fig. 31 : Effet de la concentration (% p/v poids sec) d'inoculum
mycélial (broyat) sur la production de ligninases
(milieu C-limitant).
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Fig. 32 : Effet de la concentration (nombre de spores/litre de milieu)
d'inoculum de spores sur la production de ligninases
(milieu standard).
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II a déja été rapporté qu'une concentration de 7x107 spores/L de
milieu pouvait donner des activités ligninases maximales (dans une
production a grande échelle) par Janshekar et Fiechter (1988). Des
activités maximales de ligninases ont aussi été rapportées en utilisant
une concentration de 5,5x 107 spores/L de milieu par Perez et Jeffries
(1992). 11 a été observé aussi que lorsque la concentration de spores
est augmentée, le nombre de pelotes est aussi augmenté, mais leur
taille est diminuée. Lorsque la taille des pelotes varie entre 1-2 mm de
diamétre, une production maximale de ligninases est obtenue. Ce
résultat a été rapporté par Leisola et al. (1985) en utilisant un
inoculum de 106 spores/L de milieu. Donc, on voit une certaine
divergeance entre les valeurs rapportées de concentrations optimales
d'inoculum de spores. Cependant, les résultats obtenus ici montrent
clairement que dans notre milieu standard, des concentrations élevées
de spores (4,8x108 spores/L) sont nécéssaires pour une production

optimale de ligninases.

Des inocula de pelotes mycéliales (Fig. 33), de concentrations de
poids sec différentes (1,65% (p/v) (std.) et 2,09% (p/v)), formant 10%
(v/v) du milieu furent aussi utilisés dans cette expérience. Des
activités LiP plus élevées furent obtenues avec une concentration
d'inoculum de 1,65%. Ces résultats ne sont cependant pas en accord
avec l'effet établi de la concentration de pelotes sur la production de
ligninases. Leisola et al. (1985) ont rapporté que la production de

ligninases LiP en cultures agitées était directement proprotionelle a la



Fig. 33 : Effet de la concentration (% p/v poids sec) d'inoculum
mycélial sphérique sur la production de ligninases
(milieu standard).
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concentration de pelotes mycéliales dans le milieu. L'activit¢ MnP n'a

pas été observée dans cette expérience.

Une fois que nous avons établi la concentration optimale de
chaque type d'inoculum en milieu standard pour la production de
ligninases (Fig. 30-33), nous avons comparé leur meilleur profil
respectif de production d'activité ligninases avec le temps d'incubation
(Fig. 34). Nous observons a partir de ces résultats que l'inoculum sous
forme de broyat mycélial (0,83%) a permis l'obtention d'activités
maximales de LiP et MnP, suivi par l'inoculum de spores (4,8x 108
spores/L. de milieu), et finalement par l'inoculum de pelotes mycéliales
(1,65%), ou la production de MnP n'a jamais été observée. Donc, nous
pouvons conclure de toutes ces expériences que l'inoculum sous forme
de broyat mycélial est la meilleure forme d'inoculum pour une
production optimale de ligninases (LiP et MnP).

Observations:

Nous avons observé au cours de ces expériences que l'inoculum
mycélial broyé ne forme presque pas de pelotes en milieux contenant
des copeaux de bois. La croissance est demeurée sous la forme d'une
suspension mycéliale de couleur brunitre dans le milieu. Durant la
phase de croissance, (jour 1 au jour 3 d'incubation) la croissance
mycéliale formait un collet mycélial de couleur brunitre autour de la
surface du milieu dans les flacons. Ces collets mycéliaux ont été
immergés dans le milieu par une agitation brusque aussitét qu'ils
furent observés. Cependant, dans des expériences ou les broyats

mycéliaux furent utilisés en absence de copeaux de bois (en milieux



Fig. 34: Effet de divers types d'inoculum (concentrations optimales)
sur la production de ligninases (milieu standard).
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synthétiques a base de glucose), ceux-ci se sont développés en
morphologie sous forme de flocons mycéliaux ou en aggrégats

empéchant toute production de ligninases.

Concernant l'inoculum de spores, nous avons observé une
suspension trouble semblable a celle observée avec l'inoculum de
broyat mycélial, mais davantage de pelotes furent formées a partir des

spores.

Avec l'inoculum de pelotes mycéliales, la taille des pelotes qui, au
début de la fermentation é€tait de dimension convenable (1-2 mm de
diamétre) a augmenté de volume jusqu'a 3 mm de diametre durant la

fermentation.

Nous pouvons conclure de ces observations et des résultats
obtenus que la morphologie obtenue avec l'inoculum de broyat
mycélial en milieu standard & base de copeaux de bois était la plus
convenable pour une production optimale de ligninases di
probablement a des meilleurs contacts et échanges possibles de cette
morphologie mycéliale avec les nutriments de milieu et l'oxygene
dissout, favorisant la production de ligninases. Aussi, un avantage
économique de [l'utilisation d'inoculum (broyat mycélial)
comparativement a un inoculum de spores est qu'une plus grande
période (14 jours) est nécessaire pour produire des spores matures
qu'il en faut pour produire un mycélium actif (3 jours) en milieu

inoculum, et moins de spores sont nécessaires pour produire un
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inoculum de broyat mycélial que I'utilisation directe des spores pour

I'inoculation.

2.19. Effet de l'utilisation de différents tampons avec
diverses concentrations de Mn2+ sur la production de

ligninases (milieu C-limitant):

Des activités ligninases élevées (0,6 U/mL pour LiP et 5,0 U/mL
pour MnP) en conditions limitantes en azote furent rapportées par
Perez et Jeffries (1992) en utilisant 20 mM d'acide polyacrylique
(PAA) pour tamponner le pH a 4,5 et 5,0.

Ici, nous avons comparé l'effet de divers tampons les plus utilisés
dans les études antérieures (Perez et Jeffries, 1992; Kirk et al.,, 1985)
pour la production de ligninases: (2,2 diméthyl succinate (10 mM),
acide polyacrylique (5 mM), tartrate de sodium (25 mM), a
concentration faible (Fig. 35), normale (Fig. 36), et élevée (Fig. 37) de

manganeése.

Les résultats présentés en figure 35 montrent qu'a une
concentration de 0,3 ppm Mn2+, l'activitt MnP fut non détectable, et
I'activité maximale de LiP fut obtenue avec le tampon polyacrylate,
comparativement aux deux autres tampons utilisés. Cependant,
I'activité LiP n'était pas stable, tel qu'observé par un déclin rapide de

I'activité aprés avoir atteint l'activité maximale.



Fig. 35 : Effet de divers tampons sur la production de ligninases
(milieu C-limitant, [Mn]=0.3 ppm).
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Fig. 36 : Effet de divers tampons sur la production de ligninases
(milieu C-limitant, [Mn]= 11.1 ppm).
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Fig. 37 : Effet de divers tampons sur la production de ligninases
(milieu C-limitant, [Mn]= 40 ppm).
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Les résultats présentés en figures 36 et 37 indiquent qu'en
général, A des concentrations respectives de 11,1 et 40 ppm de Mn2+
avec tampon tartrate, des activités maximales des deux types de
ligninases (LiP et MnP) ont été produites, comparativement aux autres
tampons utilisés. Les profils d'activités montrent une plus longue
période de stabilité (déclin plus lent) de Il'activité LiP lorsque
tamponné avec tartrate. Les deux autres tampons n'ont pas pu
permettre la production de MnP & une concentration de Mn2+ de 11,1
ppm. Cependant, avec une augmentation de la concentration de Mn2+ 2

40 ppm, de bonnes activités MnP furent obtenues avec ces tampons

(Fig. 36 et 37).

Ces résultats indiquent que l'utilisation de tampon tartrate avec
une concentration élevée de Mn2+ (40 ppm) sont des conditions
optimales pour la production de ligninases en milieu C-limitant.
L'augmentation de l'activité ligninase peut &tre due au métabolisme du
tartrate par le fongus comme source de carbone. Probablement que 25
mM de tartrate est suffisamment limitant comme source de carbone

pour éviter tout effet de répression catabolique.

Aussi, a2 la fin de la fermentation, le pH final indiquait une
variation maximale de +/- une unité de pH autour du pH fixé
initialement (pH 4,5) avec le tampon tartrate, ce qui est convenable
pour la croissance et la production de ligninases. Nous avons aussi
observé qu'avec tous les tampons étudi€s, il y avait une augmentation

de pH plus importante a4 la fin de la fermentation lorsqu'une
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concentration élevée de Mn2+ fut utilisée. Cela peut étre di
probablement a4 la formation de MnO;-, un produit de l'oxydation de

Mn2+, qui aurait augmenté le pH.

2.20. Détermination des conditions optimales (aération,
agitation, température) sur la production de ligninases

(milieu standard):

Dans la plupart des conditions de culture rapportées pour la
production de ligninases en flacons agités, une température de 39°C,
une atmosphere de 100% d'oxygéne, et une agitation de 50-200 r.p.m.
furent utilisées (Janshekar et Fiechter, 1988). Ici, nous avons étudié
l'effet d'une température plus basse (30°C) (Fig. 38), l'effet d'une
atmospheére d'air (Fig. 39), ainsi que l'effet d'une vitesse plus lente
d'agitation (100 r.p.m.) (Fig. 40) sur la production de ligninases, pour
comparer avec les conditions rapportées et utilisées dans nos

conditions standard.

Les résultats indiquent que 30°C est aussi bon que 39°C pour la
production des ligninases (Fig. 38), mais les résultats les plus
intéressants obtenus dans cette expérience (et probablement dans
toute cette étude) furent l'effet de I'atmosphére d'air sur la production
de ligninases (Fig. 39). En effet, un maximum d'activité LiP de 1,500
U/mL de milieu fut observé sous un atmosphére d'air. Cela représente

plus de 2,5 fois plus de LiP produite que sous une atmosphére



FIG. 38 : Effet de la température sur la production de
ligninases (milieu standard).
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Fig. 39 : Effet de I'atmosphére sur la production de ligninases
(milieu standard).
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Fig.40 : Effet de la vitesse d'agitation sur la production de ligninases
(milieu C-limitant, tampon 2,2 DMS, [Mn]= 11.1 ppm).
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saturante en oxygéne. Cependant, l'activité MnP fut inférieure dans
I'atmospheére d'air que dans celle d'oxygéne pur. Donc, comment peut-

t-on expliquer une activité LiP si élevée dans une atmosphére d'air?

Lorsque nous avons utilis€é une atmosphére de 100% d'oxygéene,
nous avons encapsulé les flacons avec des bouchons en caoutchouc.
Alors, le systeme était fermé, et il n'y avait aucune autre
supplémentation en oxygeéne frais pendant les 2 premiers jours
d'incubation, et & partir du 2e jour, une supplémentation était
effectuée quotidiennement. Dans les premiers jours de fermentation, il
n'était pas rare qu'une pression positive créée dans les flacons, fit
sauter les bouchons dans les airs lorsqu'ils n'étaient pas suffisamment
serrés, dd a une accumulation de CO; produit par oxydation du glucose.
Donc, il est possible que dans un tel systetme fermé, l'atmosphére
d'oxygéne pur dans les flacons est devenue saturée en déchets
métaboliques (CO,, acides gras volatiles, etc.) produits par le fongus, ce
qui aurait eu un effet négatif des conditions atmosphériques pour une
production optimale de ligninases. Aussi, méme si l'atmosphére
d'oxygéne pur peut stimuler la production de ligninases, elle peut
aussi stimuler la production de H;O, et de radicaux libres de l'oxygene
moléculaire (anion superoxyde) pouvant potentiellement inactiver les
ligninases produites (Harvey et al., 1987; 1989; Wariishi et Gold, 1989;

Cai et Tien, 1989) et peuvent aussi €tre toxiques pour de fongus.

Cependant, lorsque nous avons utilis€é des conditions

atmosphériques d'air, nous avons encapsulé les flacons avec des
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bouchons en polyuréthane, permettant un flux d'échange constant
avec l'atmosphére externe, donc la pression partielle d'oxygéne et la
condition et composition atmosphérique fut maintenue constante, et
les déchets métaboliques ont ainsi pu é&tres éliminés, favorisant le

métabolisme fongique et la production de ligninases.

Donc, nous concluons a partir de cette expérience que méme en
dépit d'une 1égére diminution d'activité MnP observée, 1'utilisation
d'une atmosphére d'air dans notre milieu standard a base de copeaux
de bois a grandement augmenté la production de ligninase LiP, et offre
certains espoirs pour une éventuelle expérience concluante de
production de ligninases a plus grande échelle sans besoin d'oxygene

pur.

Afin de vérifier si l'agitation a 175 r.p.m. dans nos conditions
peut é&tre plus favorable que I'utilisation d'une agitation plus lente
(100 r.p.m.) pour la production de ligninases, nous avons comparé les
deux vitesses d'agitation (en milieu C-limitant) (Fig. 40). La raison de
cette expérience est de vérifier I'observation de Venkatadri et Irvine
(1990), selon laquelle une vitesse élevée d'agitation est responsable de

I'inactivation mécanique des ligninases.

Les résultats présentés en figure 40 indiquent que des activités
LiP plus élevées sont obtenues avec une vitesse d'agitation de 175
r.p.m. comparativement a celle de 100 r.p.m. Deux raisons majeures

peuvent expliquer pourquoi 175 r.p.m. fut la condition optimale
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obtenue pour la production de ligninases: premi¢rement, 3 une telle
vitesse d'agitation, la diffusion d'oxygéne dans le milieu liquide est
favorisée. Deuxiémement, l'utilisation d'un surfactant comme le PEG
6000 a probablement un effet protecteur sur les ligninases contre
I'inactivation mécanique, tel que montré avec les Tweens utilisés par

Venkatadri et Irvine (1990).

2.21. Comparaison des meilleurs résultats obtenus a partir
des milieux standard et C-limitant optimisés en flacons

agités:

Dans cette expérience (Fig. 41), nous avons combiné tous les
paramétres optimaux é&tablis avec les milieux standard et C-limitant,

afin de déterminer lequel parmi les deux milieux est optimal.

En se basant sur les résultats obtenus dans cette étude, les
parametres optimaux sélectionnés pour le milieu standard sont les
suivants (par litre de milieu): 2% copeaux de bois (taille standard);
0,5% glucose; 0,20 g/L diammonium tartrate; 2 g/L extrait de levure
(source d'azote organique); 0,25% PEG 6000 (surfactant); 2,5 mM alcool
vératrylique (inducteur); 10% d'inoculum (sous forme de broyat
mycélial (0,83% p/v)); 70 mL de solution d'éléments de trace de Kirk
(sans manganeése); [Mn]= 11,1 ppm; pH= 4,5; tampon tartrate (25 mM);

30°C; atmosphére d'air; agitation= 175 r.p.m.



Fig. 41 : Comparaison des meilleurs résultats obtenus
a partir des milieux standard et C-limitant optimisés
pour la production de ligninases, en flacons agités.
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Pour le milieu C-limitant, les paramétres sélectionnés sont les suivants
(par litre de milieu): 2% copeaux de bois (taille standard); 0% glucose;
0,66 g/LL diammonium tartrate; 0 g/L extrait de levure; 0,25% PEG
6000 (surfactant); 0,35% (v/v) huile de canola (lipide); 2,5 mM alcool
vératrylique (inducteur); 10% d'inoculum sous forme de broyat
mycélial (1,65% p/v); 70 mL de solution d'éléments de trace de Kirk
(sans manganése); [Mn]= 40 ppm; pH= 4.,5; tampon tartrate (25 mM);

30°C; atmosphére d'air; agitation= 175 r.p.m.

Les résultats (Fig. 41) indiquent qu'avec le milieu standard
optimisé, l'activité LiP (1,486 U/mL) est supérieure a celle du milieu
C-limitant (1,111 U/mL), mais l'obtention du maximum d'activité LiP
est plus rapide en milieu C-limitant optimisé (6 jours) qu'en milieu
standard optimisé (8 jours), ce qui donne des productivités identiques

en LiP de 0,186 U/mL.Jour, pour les deux milieux.

D'un autre co6té, l'activité maximale MnP en milieu standard
optimisé est seulement de 0,50 U/mL, comparativement & 4,75 U/mL
en milieu C-limitant optimisé, aprés 7 jours d'incubation pour les deux
milieux. Pour le milieu C-limitant optimisé, ceci donne une
productivité nettement supéricure en MnP de 0,679 U/mL.jour,
comparativement a seulement 0,071 U/mL.Jour pour le milieu

standard optimisé.
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Aussi, le coiit des ingrédients dans la composition du milieu C-limitant
optimisé est moins dispendieux que celui du milieu standard optimisé,

A b}

di a l'absence d'extrait de levure et de glucose.

Nous concluons, a partir de ces résultats que le milieu C-limitant
optimisé est le milieu optimal pour la production des ligninases (LiP et
MnP). Donc, c'est selon nous le milieu le plus convenable a utiliser en

vue d'une étude de production de ligninases & plus grande échelle.

2.22. Comparaison des meilleures activités ligninases
obtenues en laboratoire avec le milieu optimal
(C-limitant) et avec les milieux rapportés par Kirk et
par Jeffries:

A partir du milieu optimal (milieu C-limitant, [Mn]= 40 ppm)
établi dans cette étude, nous avons considéré important de comparer
la production de ligninases avec les milieux les plus connus dans la
littérature pour la production de ligninases. Ces milieux sont le milieu
Kirk limitant en azote (Tien et Kirk, 1988) et le milieu Jeffries (Perez
et Jeffries, 1992) (voir compositions des milieux Kirk et Jeffries dans
les méthodes). Le milieu de Kirk limitant en azote fut le milieu utilisé
au tout début de cette expérience et a partir duquel nous avons
effectué des modifications importantes pour la mise au point du milieu
standard. Le milieu Jeffries est un milieu modifi€ de Kirk par Jeffries

dont les activités ligninases rapportées dans la littérature sont parmi
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les meilleures que nous connaissons (voir tableau 1 pour comparaison
des meilleures activités rapportées Kirk et Jeffries avec celles

obtenues avec nos conditions établies).

Dans une expérience (Fig. 42), nous avons comparé les
productions de ligninases du milieu Kirk (N-limitant) et du milieu
modifié de Kirk (2% copeaux de bois) avec le milieu optimal de cette

étude ainsi que le milieu standard.

Les résultats ont indiqué clairement que le milieu optimal permet
de produire des activités ligninases (LiP et MnP) nettement plus
élevées que le milieu Kirk original et modifié que nous avons utilisés
au tout début de cette étude. Méme les activités obtenues avec le
milieu standard sont encore assez faibles comparativement a celles
obtenues avec le milieu optimal. Ces résultats résument en eux-mémes
la progression des activités obtenues au cours de cette étude par des
modifications successives du milieu Kirk original au milieu Kirk
modifié, du milieu Kirk modifié au milieu standard, et du milieu

standard au milieu optimal.

Dans une autre expérience (Fig. 43), nous avons comparé la
production de ligninases du milieu Jeffries avec tampon polyacrylate
(PAA) et tartrate 2 0,3 et 40 ppm de Mn2+ avec notre milieu optimal
(milieu C-limitant avec 40 ppm Mn2+). Dans I'étude rapportée par
Jeffries (Perez et Jeffries, 1992), 0,3 ppm de Mn2+ a permis de

produire des activités élevées en LiP alors que 40 ppm de Mn2+ a



Tableau 1

Comparaison des meilleures activités ligninases rapportées
par d'autres auteurs avec celles obtenues dans nos conditions
(en cultures liquides agitées) avec
P. chrysosporium ATCC-24725.

Enzyme produite Valeurs rapportées valeurs obtenues en laboratoire
LiP (U/mL) a) 0,143 (6)* c) 0,600 (6) f) 1,50 (8)
b) 0,670 (2,5) d) 0,600 (10) g) 1,111 (6)
MnP (U/mL) e) 5,00 (8) h) 1,125 (8)
i) 4,75 (7)
Légende:

a)Milieu N-limitant de Kirk (0,1% Tween 80){Faison et Kirk, 1985)

b)Milieu C-limitant de Kirk (Leisola et al., 1985)

c)Milieu Kirk N-limitant, [Mn]=40 ppm, tampon PAA** (20 mM), pH 5,0
(Perez et Jeffries, 1992)

d) Milieu Kirk N-limitant, [Mn}=0,3 ppm, tampon PAA (20 mM), malate (5 mM), pH 4,5
(Perez et Jeffries, 1992).

e) Milieu Kirk N-limitant, [Mn]= 40 ppm, tampon PAA (20 mM), oxalate (5 mM), pH 4,5
(Perez et Jeffries, 1992).

f) Milieu standard, atmospheére d'air.

g) Milieu C-limitant, atmosphére d'air, [Mn]= 40 ppm.

h) Milieu standard, [PEG 6000}= 0,5%

i) Milieu C-limitant, atmosphére d'air, [Mn}= 40 ppm.

* Les nombres entre parenthéses indiquent le nombre de jours d'incubation.

** PAA= Polyacrylate (p.m.: 2000)




Fig. 42: Comparaison des meilleurs résultats obtenus en laboratoire
avec le milieu Kirk N-limitant original* et modifié (2% copeaux
de bois) et le milieu std. et milieu optimal (C-lim., [Mn]= 40 ppm)
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Fig. 43 : Comparaison des meilleurs resultats obtenus en
laboratoire avec le milieu Jeffries* et le mileu optimal
(C-lim., [Mn]= 40 ppm).
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permis de produire des activités élevées en MnP. De plus, dans I'étude
de Jeffries, l'utilisation de tampon PAA dans le milieu a permis
d'obtenir les activités MnP les plus élevées connues a ce jour (5

U/mL), c'est pourquoi nous avons voulu vérifier ces résultats.

Les résultats ont indiqué des activités LiP légérement supérieures
avec le milieu Jeffries tamponné au PAA et 0,3 ppm Mn2+ (1,247
U/mL en 7 jours d'incubation) par rapport au milieu optimal (1,111
U/mL en 6 jours d'incubation). Les autres conditions du milieu Jeffries

ont permis d'obtenir des activités LiP beaucoup moindres.

Pour l'activit¢ MnP, la production la plus élevée fut obtenue avec
le milieu optimal (4,75 U/mL en 7 jours d'incubation)
comparativement a 3,15 U/mL en 6 jours avec le milieu Jeffries

contenant le PAA et 0,3 ppm de Mn2+,

Si on compare les productivités obtenues en ligninases LiP (0,185
U/mL.Jour) et MnP (0,679 U/mL.Jour) du milieu optimal, avec celles
obtenues respectivement (0,178 U/mL.Jour et 0,525 U/mL.Jour), en
milieu Jeffries contenant PAA et 0,3 ppm Mn2+ , nous constatons que
la productivité en ligninases LiP et MnP est plus élevée avec notre
milieu optimal.

Nous concluons a partir des résultats obtenus en figures 42 et 43
que notre milieu optimal permet I'obtention d'activités MnP et

productivités en ligninases LiP et MnP supérieures a celles que nous
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avons obtenues avec des milieux rapportés dans la littérature (voir
tableau 2 pour comparaison des activités obtenues en laboratoire avec
milieux rapportés et milieu optimal C-limitant). De plus, le milieu
optimal, contrairement aux milieux rapportés est le seul qui nous a
permis d'obtenir une reproductibilité consistante dans les activités
ligninases obtenues. Enfin, notre milieu optimal est plus avantageux
économiquement que les milieux rapportés di a I'utilisation des
copeaux de bois comme source de carbone, et l'utilisation d'une
atmospheére d'air. Cependant, dans la littérature, des activités LiP
encore plus élevées que notre milieu optimal ont été obtenues avec
quelques mutants de P. chrysosporium hyperproducteurs de

ligninases (voir tableau 3).

2.23. Production de ligninases en volume de culture de 3
litres dans un mini-fermenteur artisanal de 4 litres

avec le milieu optimal:

Dans cette ultime expérience de production de ligninases, nous
avons tenté d'augmenter l'échelle de production de ligninases. Les
premiéres tentatives de production furent effectuées en fermenteur
conventionnel & turbines de 10 litres, mais des problémes d'agitation
et d'aération sont survenus did a la présence des copeaux de bois dans
le milieu qui se sont emprisonnés entre les pales a l'intérieur du
fermenteur, donc le systéme était devenu hétérogéne, et aucune

production de ligninase fut observée.



Tableau 2

Comparaison des meilleures activités ligninases obtenues
en laboratoire (FEL) avec les conditions rapportées et nos
conditions optimales (milieu C-limitant optimisé) avec

P. chrysosporium ATCC-25725.
Valeurs obtenues avec les conditions Valeurs obtenues avec nos conditions
rapportées optimales )
LiP (U/mL) MnP (U/mL) LiP (U/mL) MnP (U/mL)
a) 1,247 (7)* a)3,15 (6)
b) 0,685 (8) b) 3,13 (6) g) 1,111 (6) g) 4,75 (7)
c) 0,465 (6) c) 1,50 (5)
d) 0,052 (5) d) 0,475 (6)
e) 0,258 (5) e) 2,20 (8)
f) 0,349 (6) f) 0,20 (7)
Légende:

a) Milieu Kirk N-limitant, [Mn}= 0,3 ppm, tampon PAA** (10 mM), malate (5 mM),
pH 5,0 (Perez et Jeffries, 1992)

b) Milieu (a), [Mn]= 40 ppm, citrate (5§ mM) remplace malate.

c) Milieu (a), [Mn}= 0,3 ppm, Tampon tartrate {25 mM) remplace PAA.

d) Milieu (a), [Mn]= 40 ppm, Tampon tartrate (25 mM) remplace PAA.

e) Milieu Kirk N-limitant, [Mn]= 11,1 ppm, tampon 2,2 DMS** (10 mM), pH 4.5.
(Tien et Kirk , 1988)

f) Milieu modifié de Kirk (Milieu (e) avec 2% copeaux de bois).

g) Milieu C-limitant, atmosphere d'air, [Mn}= 40 ppm.

* Les nombres entre parenthéses indiquent le nombre de jours d'incubation.

** PAA= Polyacrylate (p.m.: 2000)
2,2 DMS= 2,2 diméthylsuccinate



Tableau 3

Comparaison des meilleures activités LiP obtenues
et celles rapportées avec divers mutants de
P. chrysosporium ATCC-24725

Nom de la souche de | Valeurs LiP rapportées Valeurs LiP obtenues
P. chrysosporium

ATCC-24725 a) 0,730 U/mL e) 1,500 U/mL

(=BKM-F-1767) (5,5 jours) (8 jours)
INA-12 b) 1,800-2,340 U/mL
CS 26 c) 0,800-1,500 U/mL
ME 446 d) 0,011 U/mL

Légende:

a) Conditions: En bioréacteur de 10 litres, avec microorganisme immobilisé sur support
de nylon. (Linko, 1988 a,b)

b) Conditions: Cultures en flacons agités, utilisant le glycérol comme source de carbone, et
divers triglycérides et phospholipides (Tween 80, acide oléique, huile d'olve, "tall oil",
lecithine ou azolectine, autres conditions optimales: 1 g/L d'extrait de levure, 31 °C.
(Asther et al., 1987, 1988)

c) En flacons agités ou en fermenteur & disques rotatifs ("Rotating Biological Contactor”)
(Kirk et al., 1986 a,b)

d) En cultures stationnaires..

(Faison et Kirk, 1985)
e) En flacons agités (milieu standard, atmosphére d'air).
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C'est pourquoi nous avons fabriqué un mini-fermenteur artisanal de 4
litres a agitation circulaire et aération avec microdiffuseur a partir
d'une cuve en verre. Une évaluation préliminare du fermenteur nous a
indiqué qu'il était tout-a-fait fonctionnel pour le type de milieu et de

conditions utilisées.

Donc, nous avons utilisé ce mini-fermenteur d'une capacité de 4
litres pour augmenter notre échelle de production de ligninases. Dans
cette expérience, nous avons utilisé 3 litres de milieu optimal C-
limitant sans tampon tartrate (le pH était ajusté par un contrdle

manuel) (Voir matériels et méthodes pour plus de détails).

Les résultats (Fig. 44) indiquent que les activités maximales de
LiP (0,685 U/mL) et de MnP (2,35 U/mL) correspondent
respectivement a seulement 62% et 49% de celles obtenues
précédemment en flacons agités ou le méme milieu optimal C-limitant
fut utilisé. Cependant, il est intéressant de constater qu'ici le temps
d'incubation nécessaire pour l'obtention des activités maximales (4
jours) est presque deux fois plus court que ceux obtenus en flacons
agités (7 jours). A partir des activités maximales de LiP et de MnP
obtenues lors de la fermentation de 3 litres, nous avons calculé des
productivités en ligninase respectivement de 0,171 U/mL.Jour et
0,588 U/mL.Jour, ce qui se compare de trés prés aux productivités
obtenues avec les mémes conditions en flacons agités (0,186

U/mL.Jour pour LiP et 0,679 U/mL.Jour pour MnP) (voir tableau 4



Fig. 44 : Résultats de la production de ligninases en volume
de 3 litres dans un mini-fermenteur artisanal de 4 litres
(milieu C-limitant, [Mn]= 40 ppm).
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Tableau 4

Résultats de la production de ligninases en volume de culture
de 3 litres en mini-fermenteur artisanal de 4 litres avec
P. chrysosporium (ATCC-24725):

Activité ligninase Activité PRODUCTIVITE
MILIEU (U/mL) spécifique** (U/mL. Jour)
(U/mg protéines)

Milieu optimal C-limitant | LiP= 0,685 (4)* LiP= 1,756 LiP= 0,171
(IMn]=40 ppm) MnP= 2,35 (4) MnP= 6,026 MnP= 0,588

* Les valeurs entre parenthéses indiquent le nombre de jours d'incubation.

** L'activité spécifique est calculée selon la concentration en protéines par mL de milieu
au 4e jour de fermentation= 0,390 mg protéines/mL milieu.
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pour la compilation des résultats de la production de ligninases en

mini-fermenteur artisanal de 4-L).

Afin d'observer ce qui se produit au niveau de la production de
protéines (Fig. 44) et pour calculer les activités spécifiques des
ligninases (nombre d'unités ligninase/mg de protéine synthétisée),
nous avons donc effectué un test protéique de chaque échantillon

d'enzyme (surnageant de milieu) analysé.

Les résultats (Fig. 44) ont révélé qu'en début de fermentation,
nous avions des concentrations relativement élevées de protéines dans
le milieu, qui provienent probablement de la biomasse mycéliale de
I'inoculum (broyat mycélial). Mais du début de la fermentation au 4e
jour de fermentation, nous avons observé une diminution de la
concentration de protéines dans le milieu, suivie par augmentation a
des concentrations supérieures a celles observées au début de la
fermentation. Ces résultats suggérent que dans nos conditions
optimales C-limitantes, la biomasse mycéliale aurait métabolisé (par
autocatabolisme) ses propres protéines solubles disponibles dans le
milieu (libérées par broyage de l'inoculum mycélial), résultant en une
diminution du contenu protéique dans le milieu. Mais, aprés le 4e jour,
une augmentation constante de protéines dans le milieu fut observée.
Cette augmentation de protéines doit étre diie a la présence de
nouvelles protéines synthétis€ées par le fongus. En comparant les
profils d'activités ligninases et de concentration de protéines, on

remarque qu'au 4e jour de fermentation, il y a une concentration
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minimale de protéines mais des niveaux maximaux de ligninases dans
le milieu. Lorsque nous avons calculé les activités spécifiques de
chaque type de ligninase (i.e. U/mg protéine) pour chaque jour
d'incubation, les résultats ont indiqué que [l'activité spécifique
maximale de chaque type de ligninase fut obtenue le méme jour (4e
jour) ie. 1,756 U LiP/mg protéines, 6,026 U MnP/mg protéines (Fig.
45).

Nous pouvons conclure de cette expérience que l'augmentation
de la production de ligninases avec notre milieu optimal en volume de
culture de 3 litres fut réussie avec succeés, puisque méme si les
activités LiP et MnP obtenues étaient inférieures a celles obtenues en
flacons agités, les productivités respectives sont demeurées

comparables.

3. RESULTATS DE LA FERMENTATION A L'ETAT SOLIDE (FES):

3.1. INTRODUCTION

L'un des objectifs de cette étude était de valoriser I'utilisation d'une
matiére lignocellulosique, le bois, comme substrat carboné pour la
production de ligninases. C'est pourquoi nous avons étudié les
différentes possibilités d'application avec ce substrat pour la

production de ligninases.



Fig. 45 : Activités spécifiques des ligninases produites
durant la fermentation en mini-fermenteur artisanal
de 4 litres.
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Donc, en plus de la fermentation a ['état liquide (FEL), la
fermentation 2 l'état solide (FES) fut aussi utilisée dans cette étude
afin de comparer l'effet de certains paramétres sur la production de

ligninases.

Dans la fermentation a 1'état solide, nous avons récolté les
enzymes par pressage du milieu de fermentation dans un coton-
fromage afin d'obtenir un extrait liquide contenant les enzymes. Avec
une composition de 90 mL de milieu/20 g copeaux de bois, nous avons
récolté environ 25 mL de volume total d'extrait d'enzymes, et environ
15 mL avec une composition de 60 mL de milieu liquide/20 g copeaux
de bois. Avec une composition de milieu 90 mL milieu liquide/20 g
bois moulu de 20 mesh, nous avons récolté environ 65 mL de volume
total d'extrait d'enzymes, et environ 40 mL avec une composition de

60 mL de milieu liquide/20 g bois moulu.

3.2, Effet des nutriments et de divers tampons sur la
production de ligninases en fermentation a 1'état solide

(milieu standard):

- Dans cette premiére expérience de fermentation a 1'état solide
(FES) pour la production de ligninases (Tableau 5), nous avons étudié
I'effet de la présence ou de l'absence des ingrédients dans le milieu
standard (22,5 mL/5 g copeaux de bois) en flacons: En absence
d'ingrédients (i.e. seulement avec l'eau distillée), aucune production de

ligninases ne fut observée. Aprés 42 jours d'incubation, nous avons



Tableau 5: Effet des nutriments et de divers tampons sur
la production de ligninases.

COMPOSITION Croissance| LiP MnP | Laccase
DU MILIEU: (Jours) | (U/mL) | (U/mL) | (U/mL)
Seulement avec eau 35 0 0 0.03
(en flacons) 42 0 0 0.0315
Seulement glucose 3% 35 0 0 0.033
(en flacons) 42 0 0 0.050
AVEC NUTRIMENTS
(Milieu std.)
Tampon acétate
Avec Tween 80 (0.05%) 35 0.067 0.133 0.045
Tampon acétate
avec PEG 6000 (0.25%) 35 0.064 0.267 0.040
Tampon tartrate 14 0.116 0.297 0.048
avec Tween 80 (0.05%) 21 0.164 0.364 0.048
28 0.112 0.067 0.043
Tampon tartrate 14 0.118 0.267 0.045
avec PEG 6000 (0.25%) 21 0.115 0.200 0.055
28 0.096 0.067 0.055

(marge d'erreur= 16,6%)
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observé que la croissance fut aussi trés lente et trés faible. En
supplémentant l'eau distillée avec 3% de glucose, la croissance
mycéliale fut améliorée, mais la encore, aucune activité ligninase fut
obtenue. Cependant, de trés faibles activités laccase furent observées

dans les deux cas.

Ces résultats indiquent que dans les conditions naturelles (i.e.
sans aucun autre ingrédient que l'eau distillée dans les copeaux de
bois), seulement I'activité laccase fut observée. Aucune amélioration
de l'activité laccase ou des ligninases (LiP et MnP) ne fut observée
lorsque une source additionelle de carbone comme le glucose fut
ajoutée dans le milieu. Il faut cependant tenir-compte que cette
expérience fut effectuée en flacons et non pas & l'intérieur de boites en

acier inoxydable, comme dans les expériences suivantes.

Les premiers résultats nous ont suggéré d'utiliser les ingrédients
du milieu standard afin de supporter au maximum la croissance et la
production de ligninases. Donc, dans une deuxi®éme expérience, nous
avons étudié l'effet de la présence de tous les ingrédients de milieu
standard (90 mL milieu std. liquide/20 g copeaux de bois) avec divers

tampons et surfactants sur la production de ligninases.

Par l'addition de ces ingrédients, toutes les ligninases (LiP et
MnP) furent produites. Les meilleures activités ligninases furent
obtenues en utilisant le tampon tartrate et le Tween 80 (0,05%)

comme surfactant, aprés 21 jours d'incubation (Tableau 5). Cependant,
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avec le PEG 6000, les activités maximales de ligninases furent
observées aprés seulement 14 jours, et leurs niveaux étaient presque
équivalents a ceux obtenues avec le Tween 80, alors qu'en cultures
submergées, nous avons observé que le PEG 6000 fut un meilleur

surfactant que le Tween 80.

3.3. Effet du malonate et de I'ion manganése sur la
production de ligninases (milieu standard avec

0,05% de Tween 80):

Dans cette expérience (Tableau 6), nous avons comparé l'effet de
niveaux normaux (11,1 ppm) ou élevés (40 ppm) de Mn2+ en milieu
standard, en présence ou absence de 5 mM malonate, reconnu comme
étant un agent chélateur efficace de l'ion Mn2+, et permettant de
stabiliser la forme réduite (2+) de Mn2+, impliquée dans l'induction de
I'activité MnP (Perez et Jeffries, 1992). Rappelons qu'une concentration
élevée de Mn2+ stimule la production de MnP, mais répresse aussi
celle de LiP jusqu'a ce que le Mn2+ soit oxidé sous forme de MnOz-
(Perez et Jeffries, 1992). De plus, la MnP est surtout responsable de la
dépolymérisation oxydative de la lignine et du bioblanchiment de la
pite de papier (Archibald, 1992). Dans cette expérience, les
concentrations utilisées de Mn2+ furent étudiées en milieu standard

(90 mL/20 g copeaux de bois) avec 0,05% Tween 80 comme surfactant.

En FES, il semble ne pas y avoir d'effet significatif de la

concentration de manganése en absence ou présence de malonate sur



Tableau 6: Effet du malonate et de I'lon manganése sur
la production de ligninases (milieu standard).

Croiss. LiP MnP | Laccase
COMPOSITION: (Jours) | (U/mL) | (U/mL) | (U/mL)
Tampon tartrate
Avec Tween 80 (0.05%)
Sans malonate 28 n.d. n.d. n.d.
conc. Mn = 11.1 ppm. 35 0.199 1.20 0.05
Avec malonate 28 0.092 0.167 0.060
conc. Mn = 11.1 ppm. 35 0.112 0.667 0.038
Sans malonate 28 0.176 0.97 0.049
conc. Mn = 40 ppm. 35 n.d. n.d. n.d.
Avec malonate 28 0.197 1.267 0.045
conc. Mn = 40 ppm. 35 0.178 1.167 0.020

(marge d'erreur= 14,8%)
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la production de ligninases, d'aprés les résultats obtenus. Des niveaux
maximaux d'activité LiP et MnP furent obtenus avec 40 ppm de Mn2+
(avec le malonate), et avec 11,1 ppm Mn2+ sans malonate. Avec 11,1
ppm Mn2+ (avec malonate), et 40 ppm Mn2+ (sans malonate), une
diminution de [I'activité des deux ligninases fut observée, ne
démontrant donc pas d'effet de l'ion manganése sur la production de
LiP et MnP, tel qu'observé en milieux liquides avec le milieu standard
avec les mémes concentrations de Mn2+, et différemment des résultats
rapportés en milieux synthétiques avec glucose comme source de
carbone (Bonnarme et Jeffries, 1990). Comme nous en avons discuté en
milieu liquide, c'est probablement di a la nature trés différente des
conditions utilisées ici que les résultats ne sont pas compatibles avec

ceux rapportés.

3.4. Effet de la concentration des ingrédients du milieu sur
la production de ligninases (milieu standard, conc. de

Mn2+ = 40 ppm):

Les résultats de l'expérience précédente (Tableau 6) ont
clairement indiqué que les activités ligninases et laccase sont
supérieures lorsque la concentration utilisée d'ingrédients du milieu
est de 1x la concentration standard, comparativement a des
concentrations plus élevées d'ingrédients. Donc, dans cette expérience
(Tableau 7), 1x la concentration standard d'ingrédients est la
concentration optimale pour la production de ligninases. De plus, nous

avons observé que des concentrations élevées d'ingrédients diminuent



Tableau 7: Effet de la concentration du milleu sur la production
de ligninases (milieu standard, [Mn]= 40 ppm).

Croissance| LiP MnP | Laccase |Croissance
COMPOSITION: (Jours) | (U/mL) | (U/mL) | (U/mL) | observée
Tampon Tartrate
avec PEG 6000 (0.25%)

Concentration du milieu:

11 X 14 0 0.00 0.125 non
21 0 0.00 0 non
55X 14 0.013 0.00 0.140 non
21 0 0.00 0 non
2.2 X 14 0.011 0.200 0.090 oui
21 0.018 0.300 0.071 oui
1.0X 14 0.118 0.633 0.123 oui
21 0.257 1.900 0.028 oui

(marge d'erreur= 15,1%)
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ou empéchent la croissance, ce qui est attribuable a un effet délétere
d'une trop grande concentration d'ingrédients sur les cellules
fongiques. Cependant, des activités laccase comparables furent
obtenues A toutes les concentrations de milieu, probablement di i une
interférence de certaines substances du milieu dans l'essai

enzymatique.

3.5. Effet de la dilution de la quantité des ingrédients dans
le milieu standard et comparaison de 1'effet des
copeaux de bois et du bois moulu (20 mesh) sur la

production de ligninases:

Dans cette expérience (Tableau 8), nous avons comparé I'effet de
diverses dilutions de la concentration des ingrédients du milieu afin de
déterminer la quantité optimale d'ingrédients pour la production de
ligninases. Nous avons utilisé moins de liquide dans le milieu que dans
les expériences précédentes, parce que nous nous sommes rendus-
compte durant les expériences précédentes qu'une certaine quantité
de liquide s'égoutait hors du milieu de bois, di a une condensation
dans le milieu pendant la fermentation, mais la quantité d'ingrédients
dans le milieu est demeurée la méme que précédemment. (Tous les
ingrédients contenus dans 90 mL de milieu std. requis pour 20 g de

bois furent dissouts dans 60 mL pour réduire la quantité de liquide).

Les activités maximales de LiP et de laccase furent obtenues avec

1x la quantité habituelle (standard) des ingrédients dans le milieu, tel



Tableau 8: Effet de la quantité de nutriments du milieu et comparaison
de l'effet des copeaux de bois (~30 mm3) et du bois moulu

(20 mesh) sur la production de ligninases
(milieu standard, [Mn]= 40 ppm).

Croissance| LiP MnP | Laccase |Croissance
COMPOSITION: (Jours) | (U/mL) | (U/mL) | (U/mL) | observée
Copeaux de bois
(60 mL milieu (1,5x conc.)/
20 g copeaux de bois)
Quantité d'ingrédients:
1 x std. 21 0.414 1.60 0.075 oui
28 0.22 0.85 0.027 oui
1/2 x std. 21 0.197 1.65 0.03 oui
28 0.138 0.80 0.035 oui
1/4 X std. 21 0.178 1.60 0.039 oui
28 0.128 0.75 0.014 oui
1/8 x std. 21 0.018 0.15 0.035 oui
28 0.007 0.20 0 oui
Bois moulu (20 mesh)
(60 mL milieu (1,5x conc.)/
20 g bois moulu (20 mesh))
1 x std. 21 0.109 0.50 0.039 oui
28 0.089 0.60 0.007 oui
1/2 x std. 21 0.115 0.70 0.026 oui
28 0.095 0.60 0.043 oui
1/4 x std. 21 0.095 0.30 0.036 oui

(marge d'erreur= 15,3%)
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qu'observé dans l'expérience précédente (Tableau 7). La dilution des
ingrédients a résulté en une diminution de la production de LiP.
Cependant, les activités MnP n'ont pas été affectées par les dilutions
de la quantité des ingrédients. Ces résultats indiquent qu'en FES, une
concentration moins élevée des ingrédients du milieu standard peut
étre requise plutdt qu'en FEL pour la production optimale de MnP,
mais nous concluons a partir de cette expérience que la quantité
optimale des ingrédients est de 1x la quantité standard parce qu'elle

permet d'obtenir l'activité totale de ligninases la plus élevée.

Avec le bois moulu (20 mesh), des activités maximales de LiP et
MnP et laccase furent obtenues a 1x et 1/2x la quantité standard des
ingrédients. Ici, nous voyons donc plus clairement qu'une
concentration moindre d'ingrédients du milieu standard (1/2x) est
requise en FES pour produire des ligninases que dans les expériences

de la FEL (1x).

Si nous comparons l'effet des copeaux de bois et du bois moulu,
des activités nettement plus élevées en ligninases (LiP et MnP) et

laccase sont obtenues avec les copeaux de bois.

3.6. Effet de diverses sources d'azote organique sur la

production de ligninases:

(Tous les ingrédients provenant de 90 mL de milieu/20 g bois furent
dissouts dans 60 mL).
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Dans cette expérience, nous avons comparé certaines des sources
d'azote organique utilisées en FEL, pour la production de ligninases en
FES (Tableau 9).

Lorsque nous avons comparé les activités LiP et MnP obtenues avec
les diverses sources d'azote organique, nous avons obtenu l'ordre
décroissant suivant a partir de la source permettant 1'obtention
d'activité LiP maximale:

Extrait de levure > casé€ine > farine de soya > peptone > casamino acids
(hydrolysat acide de caséine) > soytone (hydrolysat de protéine de
soya).

Et les activités MnP furent obtenues dans l'ordre décroissant
suivant:

Caséine = peptone > farine de soya > extrait de levure > soytone >

casamino acids.

Cependant, l'activité laccase fut comparable avec toutes les
sources d'azote. Ces résultats sont intéressants puisque la caséine, dont
le coiit est moins élevé que l'extrait de levure, a permis de produire
les activités maximales de MnP, aprés seulement 21 jours d'incubation.
L'extrait de levure et la peptone sont les sources d'azote les meilleures
aprés la caséine, mais leur coflit est plus dispendieux. Cependant, parmi
tous ces ingrédients, nous observons que l'extrait de levure permet de
produire des activités LiP plus élevées que toute autre source d'azote

organique.



Tableau 9: Effet de diverses sources d'azote organique sur la
[Mn]= 40 ppm).

production de ligninases (milieu standard

Croissance| LiP MnP | Laccase | Croissance
COMPOSITION: (Jours) (U/mL) | (U/mL) | (U/mL) | observée
Copeaux de bois
(60 mL milieu (1,5x conc.)/
20 g copeaux de bois)
Extrait de levure (3 g/L) 21 0.217 1.30 0.1 oui
28 0.48 1.15 0.078 oui
Farine de soya (3 g/L) 21 0.171 1.70 0.075 oui
28 0.138 1.05 0.065 oui
Soytone (3 g/L) 21 0.125 1.10 0.075 oui
28 0.148 0.80 0.06 oui
Caséine (3 g/L) 21 0.184 2.30 0.073 oui
28 0.138 0.85 0.068 oui
Casamino acids (3 g/L) 21 0.128 0.60 0.07 oui
28 0.168 0.55 0.08 oui
Peptone (3 g/L) 21 0.174 2.30 0.08 oui
28 0.118 0.95 0.07 oui

(marge d'erreur= 13,5%)
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Il est possible que la caséine soit une source d'azote plus lentement
assimilable que les autres comparées ici, qui sont principalement des
extraits, digestats et hydrolysats. Cette lente assimilation de la caséine
pourrait favoriser le maintien des conditions limitantes en azote dans
le milieu, mais aussi pourrait favoriser le maintien de la viabilité du
fongus pour une plus longue période de temps. Dans de telles
conditions, la production de ligninases serait favorisée, comme les

résultats 1'indiquent.

3.7. Effet de diverses concentrations d'huile d'olive sur la

production de ligninases:

(Tous les ingrédients contenus dans 90 mL requis pour 20 g de bois

ont été dissouts dans 60 mlL).

Dans cette expérience (Tableau 10), nous avons comparé l'effet
de diverses concentrations d'huile d'olive sur la production de
ligninases. Il n'y avait pas de glucose utilisé dans cette expérience, et
la quantité de milieu contenant le bois moulu fut doublée par rapport
a celle utilisée avec les copeaux de bois. Les résultats indiquent
clairement un effet positif de I'huile d'olive sur la production de LiP,
MnP et laccase avec les copeaux de bois aussi bien qu'avec le bois
moulu. Cependant, avec le milieu de bois moulu, les activités ligninases
sont légérement plus basses que celles obtenues avec les copeaux de

bois.



Tableau 10: Effet de diverses concentrations d'hulle d'olive sur la
production de lighinases

(milieu standard, 0% glucose, [Mn]= 40 ppm).
Croissance| LiP MnP | Laccase | Croissance
COMPOSITION: (Jours) | (U/mL) | (U/mL) | (U/mL) | observée
(60 mL milieu (1,5x conc.)/
20 g copeaux de bois)

0% d'huile 21 0.132 1.45 0.075 oui

28 0.155 1.00 0.063 oui

0,15% d'huile 21 0.237 1.90 0.098 oui

28 0.164 1.00 0.08 oui

0,375% d'huile 21 0.28 2.50 0.075 oui

28 0.178 0.80 0.063 oui
(120 mL milieu (1,5x conc.)/
40 g bois moulu (20 meshy))

0% d'huile 21 0.128 1.10 0.083 oui

28 0.079 1.50 0.065 oui

0,15% d'huile 21 0.211 1.50 0.088 oui

28 0.082 1.35 0.073 oui

0,375% d'huile 21 0.252 1.50 0.08 oui

28 0.033 1.40 0.073 oui

(marge d'erreur= 12,4%)




200

Il a déja été rapporté avec Pleurotus ostreatus floridae (Schiesser et
al., 1989) que I'utilisation d'huile de tournesol en milieu submergé
inhibe l'action des cellulases, et de ce fait, favorise la production de

laccase et la biodégradation de la lignine.

Dans cette expérience de FES, di a la présence d'huile, nous pouvons
assumer que l'action des cellulases fut inhibée, favorisant une
limitation en carbone équivalente a celle retrouvée dans les copeaux
de bois, ce qui a stimulé la production de ligninases et la ligninolyse,

jusqu'a épuisement de l'huile comme source de carbone.

4. Comparaison des meilleurs résultats obtenus en FES et
FEL:

En FEL, la composition optimale du milieu est le milieu C-limitant
contenant 40 ppm de Mn2+ (Fig. 41), et en FES, le milieu optimal est le
milieu standard (60 mL de 1,5x concentré/20 g copeaux de bois) sans
glucose, avec 0,375% d'huile d'olive (Tableau 10) correspondant a
0,35% d'huile dans le milieu standard. Les activités ligninases obtenues
avec le milieu optimal en FEL sont 1,111 U/ml pour LiP aprés 6 jours
de fermentation et 4,75 U/ml pour MnP aprés 7 jours de fermentation
(volume total de culture par flacon= 50 mL). Avec le milieu optimal en
FES, les activités obtenues étaient de 0,28 U/mL pour LiP et de 2,5
U/mL pour MnP, aprés 21 jours de fermentation (volume total
d'extrait liquide par boite de culture= environ 25 mL pour 20 g de

copeaux de bois et 40 mL pour 20 g de bois moulu).
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Ces résultats indiquent que l'activité maximale de chaque type
de ligninase (LiP et MnP) est beaucoup plus élevée et obtenue plus
rapidement avec le milieu optimal de la FEL que celui de la FES. De
plus, les productivités en ligninases LiP (0,187 U/mL.jour) et MnP
(0,679 U/mL.Jour) obtenues en milieu optimal FEL (milieu optimal C-
limitant) sont plus élevées que les valeurs obtenues respectivement
avec le milieu optimal de la FES: 0,013 U/mL.Jour et 0,119 U/mL.Jour
(voir tableau 11 pour comparaison des meilleurs résultats obtenus en

FEL et FES).

Donc, nous concluons a partir de ces résultats que méme si le
milieu optimal de la FES semble attrayant pour sa simplicité et pour sa
faible demande en ingrédients, la production est cependant trop lente
et insuffisante pour une production de ligninases 2 grande échelle. A
l'inverse, le milieu optimal en FEL est beaucoup plus performant
puisque il permet la production d'activités ligninases beaucoup plus

élevées, et plus rapidement.



Tableau 11

Comparaison des meilleurs résultats obtenus en fermentation
a I'état liquide (FEL) et en fermentation a I'état solide (FES)
sur la production de ligninases avec
P. chrysosporium (ATCC-24725):

Activités ligninases | PRODUCTIVITE™

MILIEU (U/mL) (U/mL. Jour)

FEL
Milieu standard optimal LiP= 1,486 (8)" LiP= 0,186
(30°C, aération=air, MnP= 0,500 (7) MnP= 0,071

1/2 x conc. std. inoc.)

Milieu C-limitant optimal LiP= 1,111 (6) LiP= 0,185

(IMn]=40 ppm ) MnP= 4,75 (7) MnP= 0,679
FES

60 milieu std.(1,5x conc.)| LiP= 0,28 (21) LiP= 0,013

/20 g copeaux de bois. MnP= 2,5 (21) MnP= 0,119

( [Mn]=40 ppm, huite
canola= 0,375%(v/AVv),
glucose= 0%)

* Les valeurs entre parenthéses indiquent le nombre de jours d'incubation.

**La productivité est calculée en unités d'activité LiP ou MnP par mL.Jour
d'incubation.
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5. RAPPEL DES OBJECTIFS DE CETTE ETUDE:

Dans cette étude, nous nous sommes rendus-compte dés le
départ de la difficulté de produire des ligninases avec Phanerochaete
chrysosporium (ATCC-24725) en milieux synthétiques (milieu Kirk
limitant en azote) a base de glucose comme source de carbone et
d'énergie. En effet, dans la littérature, les activités rapportées a ce jour
se sont avérées trop faibles et les tentatives de production a grande
échelle se sont avérées sans grand succés avec ce microorganisme.

Donc la production s'est révélée insuffisante pour diverses applications

potentielles des ligninases a l'échelle industrielle.

C'est pourquoi nous avons effectué diverses modifications a
partir de ce milieu non seulement pour augmenter la production de
ligninases, mais aussi pour obtenir des activités facilement

reproductibles, et d'augmenter l'échelle de production de ligninases.

Parmi les modifications majeures effectuées, 1'utilisation d'une
matiére lignocellulosique abondante et renouvelable: les copeaux de
bois, dans le milieu de culture fut une idée intéressante, puisque ce
substrat naturel du fongus s'est avéré avoir un effet positif dans la
production d'activités élevées en ligninases. Donc, notre étude de
I'effet des différents paramétres sur la production de ligninases s'est

réalisée avec un milieu & base de copeaux de bois.



204

A vpartir des résultats obtenus de cette étude, nous avons pu
mettre au point un milieu optimal sans glucose, et a base de copeaux
de bois comme source principale de carbone et d'énergie, et ce, sous
des conditions atmosphériques d'air. Ce milieu a l'avantage d'étre plus
économique que les milieux rapportés a ce jour, en plus de valoriser
I'utilisation de la biomasse. Les activités totales en ligninases obtenues
avec ce nouveau milieu sont déja plus élevées que toutes celles
connues a ce jour dans la littérature avec le méme microorganisme. En
plus de permettre des niveaux d'activités plus élevés en ligninases, ce
milieu nous a permis d'augmenter l'échelle de production de ligninases
en volume de culture de 3 litres dans un mini-fermenteur artisanal de
4 litres, tout en permettant une productivité aussi élevée en
ligninases, ce qui n'a jamais pu é&tre concevable en fermentation

conventionnelle.

A ce stade, un milieu optimal utilisant les copeaux de bois pour la
production de ligninases avec P. chrysosporium a donc été mis au
point. Cependant, des améliorations sont toujours sollicitées afin de
rendre ce milieu encore plus performant par des modifications
découlant de 1'étude de nouveaux paramétres (exemple: effet de
I'utilisation de diverses sources de lignocelluloses) ou de 1'étude plus
poussée des paramétres déja établis (exemple: étude de l'interaction
entre plusieurs parametres). De plus, un calcul du colit du milieu de
culture, et des études ultérieures a 1'échelle-pilote permettraient
d'évaluer la rentabilité économique de ce procédé a 1'échelle

industrielle.
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CONCLUSION
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Les résultats obtenus dans cette étude ont démontré que
I'utilisation de copeaux de bois (particulietrement d'une taille de 5
mesh), de sources d'azote organique, de polyéthyléne-glycol 6000, de
lipides (huiles végétales), d'un inoculum sous forme d'homogénat
mycélial, d'une atmosphére d'air, et d'une température de 30°C, ont un
effet positif sur la production des ligninases (lignine peroxydases et
peroxydases manganése-dépendantes) en fermentation liquide agitée
avec le champignon basidiomycete Phanerochaete chrysosporium

(ATCC-24725).

A partir de cette étude sur l'effet des divers paramétres de
culture sur la production de liginases, nous avons établi les conditions
nous permettant de mettre au point un milieu optimal de production
de ligninases. Il s'agit d'un milieu liquide limitant en carbone et a base
de copeaux de bois comme source principale de carbone et d'émergie,

dont la composition est la suivante (par litre de milieu):

Copeaux de bois 20 g
KH,PO4 2 g
MgS04.7H20 05 g
CaCl, 01¢g
(NH4)2 Tartrate 0,66 g
Soln. élém. trace 70 mL
Thiamine 1 mg
PEG 6000 23 g
Huile de canola 25 g
Alcool vératrylique 2,5 mM
[Mn] 40 ppm

Conditions: T°C=30, pH= 4.5, aération= air, agitation= 175 r.p.m.,

inoculum= homogénat mycélial 10% (v/v) de 1,65% (p/v) poids sec.
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Ce milieu a l'avantage d'étre plus économique (sans glucose) et
de permettre la production d'ctivités ligninases LiP et MnP plus
élevées que celles rapportées a ce jour avec le méme microorganisme
en milieux liquides synthétiques a base de glucose comme source de
carbone, ce qui est un avantage important en vue d'une production 2a

grande €échelle de ligninases.

De plus, dans cette étude, nous avons observé que méme si la
fermentation a ['état solide semble €tre un procédé plus économique et
plus simple que la fermentation a l'état liquide, les concentrations et
quantités d'activité ligninase obtenues sont cependant trop faibles et
le temps de fermentation nécessaire trop long pour étres comparables

a ceux obtenus en fermentation a I'état liquide.

A partir du milieu et des conditions optimales établies, une
augmentation de l'échelle de production de ligninases en volume de
culture de 3 litres (en mini-fermenteur artisanal de 4 litres) nous a
permis d'atteindre des productivités en ligninases comparables a celles
obtenues en flacons agités. A notre connaissance, aucune étude
antérieure de production de ligninases en fermentation a grande
échelle n'a permis d'atteindre des concentrations de ligninases
comparables avec . P. chrysosporium (ATCC-24725), dans un milieu
aussi économique que notre milieu optimal a4 base de copeaux de bois
comme source principale de carbone et d'énergie. Les objectifs de cette

étude ont donc été atteints, et nous espérons que les connaissances
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acquises dans cette étude contribueront a la valorisation de
l'utilisation des lignocelluloses dans diverses applications

biotechnologiques.
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ANNEXE



STRUCTURES DES COMPOSES UTILISES COMME REACTIFS
DANS LES ESSAIS ENZYMATIQUES POUR LA DETECTION
D‘ACTIVITE LIGNINASE OU LACCASE.

Alcool vératrylique
(3,4 diméthoxybenzyl alcohol)

OH OH
CHs@OCHz
H,CO

2,6 Diméthoxyphénol

H;
ABTS = 2,2-Azino-di-(3-éthyl benzthiazoline sulfonate (6))
CH3 CHa
CH2
QI e 1
NH;* 0,8 SO,  NH,*

Rouge de Phénol (Phénolsulfonphtaléine)
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